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Le champignon de Paris (Agaricus bisporus (J.E. Lange) Imbach) ainsi que les truffes 

constituent la majeure partie des champignons consommés dans le monde (Royse, 1996 ; 

Tsai et al., 2007 ; Jeong et al., 2010). Ces champignons sont une source alimentaire très 

appréciée pour leur propriétés médicinales et organoléptiques ainsi que pour leur richesse 

en protéines, en fibres, en lipides, en vitamines, en sels minéraux et en polyphénols 

(Braaksma et Schaap, 1996 ; Janakat et al., 2004 ; Giannenas et al., 2010 ; Jeong et al., 

2010).  

Par rapport à la plupart des fruits et légumes, les champignons ont une durée de 

conservation très courte. Ils perdent leurs valeurs commerciale et nutritionnelle en quelques 

jours en raison de la sénescence, la perte d’eau, l’attaque microbienne et le brunissement 

(Whitaker et Lee, 1995 ; Jolivet et al., 1998). 

Le brunissement est le plus souvent une réaction indésirable, responsable du 

changement de la couleur, de l'odeur et du goût désagréables du champignon (Varoquaux, 

1978 ; Martinez et Whitaker, 1995). La prévention de cette réaction constitue l’un des 

principaux défis pour les scientifiques traitant de la conservation des produits alimentaires 

(Matheis, 1987). Le brunissement résulte de l’oxydation des phénols  -tyrosine, dopamine, γ-

glutaminyl-4-hydroxybenzène et γ-glutaminyl-3,4-dihydroxybenzène- catalysée 

principalement par la polyphénol oxydase (polyphénol oxydase (PPO), monophénol, o-

diphénol: oxygène oxydoréductase; EC 1. 14. 18. 1). La PPO est une métalloenzyme à 

cuivre largement distribuée dans la nature et détectée dans la plupart des fruits et légumes 

(Bertrand, 1896 ; Martinez et Whitaker, 1995 ; Mayer et Harel, 1979) et (Vámos-Vigyázό, 

1981 ; Casañola-Martín et al., 2006). En présence de l’oxygène moléculaire, cette enzyme 

présente deux activités différentes. Elle est tout d’abord capable d’hydroxyler les 

monophénols en o-diphénols, activité dite crésolase ou monophénolase. Ces o-diphénols, 

sont à leur tour oxydés pour donner des o-quinones, activité dite catécholase ou o-

diphénolase. Ces derniers se polymérisent pour former des pigments brun, rouge ou noir 

regroupé sous le terme générique de mélanine (Varoquaux, 1978 ; Arslan et Doğan, 2005 ; 

Kolcuoğlu et al., 2006). 

La PPO a été isolée, purifiée et caractérisée à partir de différentes sources végétales, 

mais celle des champignons comestibles Agaricus bisporus et Terfezia leonis n’a pas reçue 

l’attention similaire. La première partie de notre étude sera donc consacrée à la recherche 

d’une meilleure compréhension des PPOs extraites à partir de ces deux champignons 

comestibles. Tout d’abord, on essayera d’étudier leurs propriétés biochimiques.  
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Outre son intérêt dans l’agro-alimentaire, la PPO, en tant que biocatalyseur, a de 

nombreuses autres applications possibles : l’élimination des phénols à partir des eaux usées 

(Sun et al., 1992 ; Burton et al., 1998 ; Bevilaqua et al., 2002, Seetharam et Saville, 2003), la 

préparation de biocapteurs pour la détection de la concentration des phénols dans l’eau 

(Pena et al., 2001; Topçu et al., 2004 ; Marín-Zamora et al., 2006), ou encore  la production 

des o-diphénols comme la L-dopamine à partir de la L-tyrosine (Carvalho et al., 2000 ; 

Marín-Zamora et al., 2008). 

Le phénol et ses dérivés sont des polluants toxiques présents dans les eaux usées qui 

proviennent de nombreuses industries, comprenant, la conversion du charbon, le raffinage 

du pétrole, la synthèse des résines, des plastiques, des colorants et du papier (Karam et 

Nicell, 1997 ; Seetharam et Saville, 2003). Vue son abondance et sa toxicité, l’élimination du 

phénol à partir des effluents aqueux industriels constitue un grand défi pour le contrôle de la 

pollution et la protection de l’environnement (Seetharam et Saville, 2003). Le phénol peut 

être éliminé par l’utilisation des microorganismes, du charbon actif ou par l’oxydation 

chimique. Ces méthodes présentent certains inconvénients, comme par exemple faible 

efficacité, cout élevée ou la libération des sous-produits qui sont plus toxiques (López-Molina 

et al., 2003).  

Le traitement enzymatique a été proposé par plusieurs chercheurs comme une alternative 

potentielle par rapport aux méthodes traditionnelles (Shao et al., 2008 ; Karam et Nicell, 

1997). La PPO présente l’avantage de catalyser la conversion des phénols en o-quinones. 

qui subissent une polymérisation non-enzymatique pour former un polymère insoluble qui 

peut être séparé à partir de la solution aqueuse par filtration (Shao et al., 2008). L’utilisation 

de la PPO libre pour l’élimination du phénol présent dans les eaux usées industrielles est 

considérablement limitée par son coût élevé et son instabilité relative. En revanche, 

l’immobilisation de la PPO est préférable en raison de sa capacité à accroître la stabilité de 

l'enzyme et sa réutilisation en réduisant ainsi le coût. Dans le cadre de cette thèse, nous 

nous sommes intéressé à immobiliser la PPO du champignon Agaricus bisporus par 

encapsulation dans le gel d’alginate, l'une des matrices les plus couramment utilisées pour 

l'immobilisation des enzymes en raison de son faible coût, sa disponibilité et la simplicité de 

sa préparation (Khan et Husain, 2007),  pour la dégradation du phénol et d’établir ensuite 

une comparaison entre sa cinétique homogène et hétérogène.  

 

Nous nous sommes aussi intéressés à mettre au point un biocapteur à base de PPO pour 

la détection de la dopamine. La dopamine est l’un des neurotransmetteurs  les plus 

importants, jouant un rôle significatif dans la fonction des systèmes nerveux central, rénale et 
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hormonale. Des taux inadéquats de dopamine peut provoquer plusieurs maladies et des 

troubles neurologiques comme les maladies de schizophrénie, de parkinson et d’Alzheimer. 

Plusieurs méthodes ont été utilisées pour la détermination de la dopamine. La 

chromatographie liquide à haute performance, la spectrophotométrie à 230 nm, la 

fluorescence moléculaire, la chemiluminescence, la potentiomètrie et l’ampèromètrie sont les 

méthodes les plus utilisées. La plupart de ces méthodes sont compliquées, chères et qui 

nécessite beaucoup de temps (Sezginturk et al., 2010). Récemment les biocapteurs à PPO 

se sont avérés très utiles pour le dosage de la dopamine. L’immobilisation d’enzyme est 

l’une des étapes cruciales pour la conception et la fabrication de biocapteur, qui affecte 

directement la performance du biocapteur (Tan et al., 2011). Nous avons ici utilisé le 

procédé sol-gel déjà largement mis en jeu pour développer des biocapteur optiques 

(Jeronimo et al., 2007 ; Sassolas et al., 2012 ). 

 

Ce manuscrit a été organisé en différents chapitres décrivant les étapes successives de 

cette recherche. 

Le premier chapitre concerne un rappel bibliographique aussi précis que possible sur les 

polyphenol oxydase et leur application pour le développement de biocapteurs. 

Dans un deuxième chapitre, nous décrirons les procédures expérimentales mises en jeu 

dans cette étude 

Le troisième chapitre est consacré à une discussion des résultats expérimentaux obtenus 

de l’extraction, de la purification partielle et la caractérisation biochimique de la PPO du 

champignon de Paris (Agaricus bisporus). Nous présenterons les résultats expérimentaux  

de la caractérisation de la PPO de truffe de désert (Terfezia leonis Tul.) dans le quatrième 

chapitre.  

Le cinquième chapitre est dédié au dosage de la dopamine par un biocapteur optique à 

PPO de truffe de désert immobilisée dans le gel de silice et à l’étude de la dégradation du 

phénol par la PPO de champignon de Paris immobilisée dans le gel d’alginate. 

Une récapitulation succincte des résultats ainsi que les perspectives ouvrant la voie à des 

études ultérieures sur la PPO, sont regroupées dans le dernier chapitre. 
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1. La polyphénol oxydase 
1.1 Introduction  
La polyphénol oxydase  a été découverte pour la première fois en 1856 par Schoenbein 

dans le champignon Boletus luciferus. Il a noté que l’extrait de ce champignon catalyse 

l'oxydation en aérobie de certains composés en formant un pigment bleu dans les plantes 

(Whitaker, 1995 ; Zawistowski et al., 1991 ; Vámos-Vigyázό, 1981). La première étude 

sérieuse de cette enzyme a suivi la production à grande échelle de la polyphénol oxydase de 

pomme de terre par Kubowitz (1938). C'était la première enzyme purifiée par 

chromatographie d'affinité (Lerch, 1981). La polyphénol était également la première enzyme 

connue pour son aptitude à catalyser l’incorporation de l'oxygène moléculaire à une molécule 

organique (phénolique), et elle fournit un exemple de ce qui s'appelle maintenant 

« inactivation  suicide», mais qui s'est à l'origine nommé inactivation de réaction. Des 

recherches considérables ont été publiées sur l'enzyme depuis lors (Zawistowski et al., 

1991 ; Robb, 1984 ; Escribano et al., 1989). Ces recherches ont porté d’une part sur la 

nature physique et chimique de l'enzyme elle-même et d’autre part sur le rôle de l'enzyme 

dans la respiration des végétaux inférieurs et supérieures (Bonner, 1956).  

Les chercheurs se sont intéressés aux PPOs de diverses sources comme : les truffes 

(Miranda et al., 1992 ; Miranda et al., 1996; Perez-Gilabert et al., 2001; Zarivi et al., 2003), 

les champignons (Frieden et Ottesen, 1959; Smith et  Krueger, 1962; Duckworth et 

Coleman, 1970; Papa et al., 1994a,b; Gouzi et Benmansour, 2007), la banane (Palmer, 

1963; Ôba et al., 1992 ;  Sojo et al., 1998; Thomas et Janave, 1986),  les tubercules de 

pomme de terre (Patil et Zucker, 1965; Matheis, 1987a,b ; Pathak et Ghole, 1994; Cho et 

Ahn, 1999a,b; Marri et al., 2003), les épinards (Golbeck et Cammarata, 1981), l’artichaut 

(Ziyan et  Pekyardimc, 2003),  la poire (Ziyan et Pekyardimci, 2004), le coing (Yağar et  

Sağiroğlu, 2002), la pêche (Wong et al.,1971), l’abricot (Chevalier et al., 1999), les feuilles de 

tabac (Shi et al., 200) et le cerise ( Kumar et al ., 2008). Bien que la polyphénol oxydase ait 

été découverte et purifiée il y a bien longtemps (Keilin et Mann, 1938 ; Schoenbein, 1856), 

c’est beaucoup plus récemment qu'une image claire de cette enzyme a commencé à 

émerger (Jolivet et al., 1998). 

 
1.2 Définition et réactivité des polyphenol oxydases 
1.2.1 Définition et classification 
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Le terme tyrosinase est habituellement adopté pour les enzymes d’origine animale et 

humaine, et se rapporte au substrat ‘typique’, tyrosine qui était le premier substrat 

expérimental. La polyphénol oxydase est peut-être la dénomination générale la plus 

appropriée, et sera employée sous l’acronyme PPO dans ce présent travail (Dawson et 

Magee, 1955 ; Rescigno et al., 2002). 

Plusieurs noms ont été associés à la PPO dont la tyrosinase, la crésolase, la catécholase, 

la diphénolase, la phénolase, la phénol oxydase, l’o-diphénol oxydase et l’acide 

chlorogénique oxydase. De ces derniers, c'est le nom « polyphénol oxydase » qui reflète 

généralement la capacité de cette enzyme à utiliser différents composés phénoliques 

comme substrats. Ainsi, les phénols ou les catéchols peuvent être des substrats pour 

l'enzyme, et les produits de réaction obtenus sont généralement des o-quinones dans les 

deux cas. Les noms « tyrosinase », « phénol oxydase » et « polyphénolase » sont aussi 

généralement employés interchangeablement avec « la polyphénol oxydase » (Zawistowski 

et al., 1991 ; Burton, 1994 ; Rivas et Whitaker, 1973). 

L’enzyme PPO  est une oxygénase  oxydoréductase (Papa et al., 1994). La classification 

et la spécificité de cette enzyme demeurent confuses et sont quelque peu ambiguës (Burton, 

1994 ; Eicken et al., 1999). La commission sur les enzymes de l'Union Internationale de la 

Biochimie (IUB) a mis à jour la nomenclature et a placé la PPO dans deux catégories 

principales comme EC 1.14.18.1-monophénol monooxygénase, également connue sous le 

nom de tyrosinase. Cette catégorie était précédemment réservée à EC 1.10.3.1 o-diphénol 

oxydase et EC 1.10.3.2 p-diphénol oxydase ou laccase, et aussi EC 1.10.3.2 o-diphénol : O2 

oxydoréductase. Cette classification différencie seulement les deux activités crésolase et 

catécholase, de la même enzyme (Mayer, 1987 ; Zawistowski et al., 1991). 

 

1.2.2. Réactivité 

De nos jours, on accepte généralement que la PPO (PPO: monophénol, dihydroxy-L-

phénylalanine: oxygène oxydoréductase ; EC 1.14.18.1) est l'enzyme qui catalyse deux 

réactions différentes en présence d'oxygène moléculaire :  

- l'hydroxylation des monophénols en o-diphénols (activité monophénolase, crésolase ou 

hydroxylase). Les monophénoloxydases ou monoxygénases, catalysent l’hydroxylation des 

monophénols en o-diphénols. Cette enzyme est appelée tyrosinase car, la L-tyrosine est le 

substrat monophénolique majeur dans le règne animal. Cette enzyme est également 

appelée crésolase, en raison de sa capacité à utiliser le crésol comme substrat. L’activité 

monophénoloxydase est généralement peu étudiée dans les plantes car la réaction 

d’hydroxylation est beaucoup plus lente que la réaction d’oxydation formant les quinones et 
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initiant les réactions de brunissement. Elle est cependant connue depuis longtemps dans les 

champignons (Varoquaux, 1978). 

- l'oxydation des o-diphénols aux o-quinones (activité diphénolase, catécholase ou 

oxydase). L’oxydation des substrats o-diphénoliques en o-quinones en présence d’oxygène 

est catalysée par l’activité o-diphénoloxydase également appelée catécholase ou 

catécholoxydase. Les o-quinones sont des composés fortement réactifs. Elles peuvent soit 

subir spontanément en solution aqueuse des polymérisations et cyclisations  non 

enzymatiques  donnant naissance à un pigment hétérogène, noir, brun ou rouge, 

généralement appelé mélanine, soit réagir avec des acides aminés et des protéines pour 

produire des composés colorés (Dicko et al., 2002 ; Cho et Ahn, 1999a ; Burton, 1994). 

Les enzymes présentant une activité de type laccase (E.C. 1.10.3.2) sont parfois 

inclues dans la famille des PPOs. La laccase se caractérise par son activité p-

diphénoloxydase qui s’ajoute à l’activité o-diphénoloxydase. L’oxydation des substrats 

phénoliques par la laccase, génère la formation d’un radical semi-quinone et s’accompagne 

par la réduction de l’oxygène en eau par un mécanisme dit ping-pong (Reinhammar et 

Malmström, 1981). Les laccases sont présentes dans de nombreux champignons phyto-

pathogènes et dans certaines plantes. On ne les trouve pas dans les fruits et légumes, à 

l’exception des pêches (Harel et al., 1970) et les abricots (Dijkstra et Walker, 1991). 
Nous pouvons distinguer les o- des p- diphénoloxydases en fonction de leur spécificité de 

substrat et/ou d’inhibiteur. Un degré d’oxydation différent pour le cuivre du site actif, ainsi 

que des différences dans les mécanismes réactionnels de catalyse enzymatique, peuvent en 

partie expliquer les taux d’inhibition différents de ces deux enzymes pour le même inhibiteur. 

Par exemple, la laccase n’est pas inhibée par le monoxyde de carbone, la phénylhydrazine 

ou le 2,3-naphtalènediol (Keilin et Mann, 1940). 

Un résumé de ces différentes activités PPO est présenté dans la Figure 1.  
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1.3. Caractéristiques structurales des PPOs 
1.3.1. Architecture moléculaire globale 

La structure cristallographique de la PPO n’est pas encore élucidée. Cependant, on peut 

supposer que la PPO, l’hémocyanine d’arthropode ou de mollusque et la catéchol oxydase 

de patate douce, possèdent des sites actifs de structures comparables (Claus et Decker, 

2006 ; Siegbahn, 2003). En effet, ces protéines montrent des changements de valence et de 

conformation comparables lors de la fixation de l’oxygène (Della Longa et al., 1996).  Elles 

possèdent des propriétés spectroscopiques et chimiques comparables (Himmelwright et al., 

1980), et des similitudes de séquence primaires (Van Gelder et al., 1997). 

Garcia-Borron et Solano (2002) décrivent le site actif de la PPO comme une sphère 

hydrophile, délimitée par 4 hélices α et contenant 6 résidus imidazole. Cette sphère 

hydrophile, est située dans une poche hydrophobe, formée par des résidus aromatiques. La 

configuration du site actif des PPOs est maintenue par des interactions ioniques. Une autre 

caractéristique du site actif des PPOs, est la liaison covalente thio-éther entre une cystéine 

et un des résidus histidyl lié au cuivre du site actif (Lerch, 1982). Une telle liaison covalente 

cystéine-histidine est également constatée dans la catéchol oxydase de patate douce 

(Ipomea batatas) (Klabunde et al., 1998). Selon ces auteurs, cette structure optimise le 

potentiel redox du cuivre pour l’oxydation des o-diphénols et permet ainsi un rapide transfert 

d’électrons lors des phénomènes redox. Elle est également responsable de la régulation de 

l'activité enzymatique (Mayer, 1987). Seule la structure cristalline de la PPO de patate douce 

(Ipomoea batatas) sous sa forme active a était résolue (Klabunde et al., 1998).  

Figure 1 : Schéma des différentes réactions catalysées par les 

polyphénol oxydases. 
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La PPO native du champignon de couche Agaricus bisporus, est une enzyme 

oligomérique de 569 acides aminés, de forme globulaire, dont la structure quaternaire est 

composée de deux  sous-unités non identiques, de deux chaînes lourdes H, avec une masse 

moléculaire d’environ 43-48 kDa qui contiennent les sites catalytiques et deux chaînes 

polypeptidiques légères L de 13.4-14 kDa. Ils diffèrent par leur composition en acides 

aminés,  formant une structure tétramérique de la forme H2L2 ayant un poids moléculaire 

apparent de 128-133 kDa et possédant 4 atomes de Cu groupés par paires. La fonction de la 

sous-unité L demeure inconnue. Ces sous-unités pourraient contribuer à la stabilité et/ou à 

l'activité de la préparation d’enzyme. En solution aqueuse, la forme prédominante (120 kDa), 

a la structure H2L2. Alors que la forme active de l'enzyme montrant l’activité crésolase et 

catécholase a la composition en sous-unités L2H. Soulignons que le poids moléculaire de la 

sous-unité de base de la  PPO des plantes et d'autres sources s'étend entre 30 et 45 kDa 

(Strothkamp et al., 1976 ; Robb, 1984 ; Zawistowski et al., 1991; Whitaker, 1995 ; Solomon 

et al., 1996 ; Van Gelder et al., 1997; Jolivet et al., 1998 ; Fan et Flurkey, 2004).  

Selon Wichers et al. (1996), les sous-unités isolées H et L ne possèderaient aucune 

activité enzymatique. Les PPOs des bactéries, des mycètes, de plantes supérieures  ou des 

animaux, contiennent seulement un type de sous-unité et sont souvent monomériques. Ces 

enzymes sont actives à l'état monomérique. Dans le cas de la PPO d’A. bisporus, la sous-

unité  H qui est responsable des activités catalytiques peut être comparée à la sous-unité 

unique d'autres tyrosinases (Robb, 1984 ; Jolivet et al., 1998).  

Dans beaucoup de cas, les PPOs des préparations brutes ou partiellement purifiées sont 

présentes sous des formes multiples d’isoenzyme (Mayer et Harel, 1979 ; Anosike et 

Ayaebene, 1982). Ces formes d’enzyme, peuvent être différenciées par leur spécificité de 

substrat, leur pH optimum, leur stabilité thermique et leur réponse aux inhibiteurs.  

 

1.3.2. Le site actif  

La PPO est une métalloenzyme vraie contenant une paire de cuivre qui est le site 

d’interaction avec l'oxygène et le substrat phénolique. Ce type de site actif à cuivre est 

désigné sous le nom de « cuivre  type 3 » et on le trouve également chez l’hémocyanine, la 

laccase, l’ascorbate oxydase et la céruloplasmine (Mayer et Harel, 1991 ; Turner, 1974 ; 

Rodakiewicz-Nowak et Ito, 2003, Baldwin et al., 1992).). 

La structure secondaire de la PPO est principalement α- hélicoïdale et le cœur de 

l’enzyme est constitué de quatre hélices α (α2, α3,  α6 et  α7), (Jolivet et al., 1998 ; Ros et 

al., 1994 ; Decker et Terwilliger, 2000 ; Eicken  et al., 1999 ; Haghbeen  et al., 2004 ; Claus 

et Decker, 2006). Le paquet hélicoïdal est adapté au centre catalytique  binucleaire du 

cuivre. Il est entouré par les hélices,  α1  et  α4, et de plusieurs coudes β. Deux ponts 
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disulfures (Cys 11–Cys 28 et Cys 27–Cys 89) aident à ancrer la région N-terminale riche en  

boucle  (résidus 1–50), à l’hélice α2 (Figure 2). La paire de cuivre (CuA et CuB) du site actif, 

est coordonnée par trois  résidus histidine fournis par les quatre hélices α (Figure 3). Le CuA 

est coordonné par l’His 88, His 109, et  l’His 118. L’His 88 est situés au milieu de l’hélice α2, 

tandis que l’His 109 et  His 118, sont au début et au milieu de l’hélice α3. Le second cuivre, 

CuB, est coordonné par l’His 240,  His 244 et l’His 274. Ces résidus d’histidines, sont 

localisés au milieu d’hélices  α6 et  α7 (Klabunde et al., 1998). La paire de cuivre (CuA et 

CuB), est le site de l'interaction de la PPO avec l'oxygène moléculaire et ses substrats 

phénoliques (Figure 4) (Van Gelder et al., 1997). 
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Figure 2: Vue de face de la catéchol oxydase de 39 Kda (les atomes sont 
colorés par le type d'atome : carbone : gris, l'azote : bleu, soufre : jaune, 
oxygène : rouge, cuivre : cyan (Eicken et al., 1999).  
 

Figure 4: Vue à l’intérieure du site actif 
d’hémocyanine de Limulus polyphemus. Les 
atomes de cuivre (marron clair), oxygène 
(rouge), histidines liées à l’atome CuA (bleu 
clair), histidines liées à l’atome CuB (bleu foncé) 
(Decker et Jaenicke, 2004). 

Figure 3: L’état Oxy du site actif d’hémocyanine de 
Limulus polyphemus. Les trois résidus histidines liés 
au CuA son colorés en rouge, ceux liés au CuB sont 
colorés en vert. Les deux atomes de cuivre sont 
colorés en bleu et l’oxygène en rouge (Decker, 
2005). 
!
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1.4 Source, localisation et rôle des PPOs  
1.4.1 Source et localisation 

Les PPOs ont été découvertes initialement dans les champignons et sont largement 

distribuées dans la nature. Elles ont été trouvées dans une grande variété d’organismes 

vivants y compris les procaryotes, les végétaux supérieurs, les arthropodes, les insectes, les 

amphibiens, les mammifères et peut aussi être trouvée dans les mycètes (Burton, 1994 ; 

Whitaker, 1995 ; Chen et Flurkey, 2002 ; Claus et Decker, 2006). La localisation subcellulaire 

de la PPO n'est pas clairement comprise. On pense généralement qu’il s’agit d’une enzyme 

soluble. Elle peut être localisée dans les chloroplastes, les mitochondries, les microsomes, 

les peroxysomes, ou dans le plasma cellulaire (Zawistowski et al., 1991 ; Mayer et Harel, 

1979). 

Chez les plantes saines, la PPO est majoritairement présente dans les plastides, alors 

qu’elle est libérée dans le cytoplasme des fruits murs ou endommagées (Anderson, 1968 ; 

Vaughn et Duke, 1984 ; Mayer et Harel, 1979 ; Zawistowski et al., 1991. Whitaker et Lee, 

1995). Chez les mammifères, elle est localisée  dans les mélanocytes de la rétine et de la 

peau (Claus et Decker, 2006).  

Les meilleures préparations des PPOs sont issues de Streptomyces glaucescens et des 

mycètes (Neurospora crassa et Agaricus bisporus) (Solomon et al., 1996). Le champignon 

commun de couleur blanchâtre Agaricus bisporus, est reconnu comme étant la source 

naturelle majeure de la PPO (Chen et Flurkey, 2002 ; Burton, 1994). La PPO est présente 

dans les différentes parties du champignon avec des proportions variables (Zhang et 

Flurkey, 1997). La localisation intracellulaire de la PPO d’Agaricus bisporus n'a pas encore 

été établie avec certitude (Jolivet et al., 1998). Bonner (1955) a suggéré qu’elle est présente 

dans les fractions mitochondriales obtenues à partir du champignon. Van Gelder et al. (1997) 

ont supposé qu’elle est soluble dans le cytosol. La distribution de la PPO dans les différentes 

parties des fruits et légumes peut être considérablement inégale et le rapport de l’enzyme 

liée sur l’enzyme soluble dépend de l'espèce, de l’âge, et dans les fruits ou les légumes, de 

la maturité (Vámos-Vigyázό, 1981).Le niveau de l’activité de la PPO dans les plantes dépend 

de l'espèce, de la maturité, de l'âge et du stockage. Dans certains cas, cette activité peut 

chuter  jusqu'à des niveaux négligeables. Cette activité  est très basse dans les jeunes  

plantes, souvent indétectable (Mayer et Harel, 1991). 

 

1.4.2. Rôle 

Depuis leur découverte en 1895, la PPO reste une énigme physiologique (Vaughn, et Duke, 

1984). Plusieurs hypothèses sont  proposé au sujet de sa fonction (Thygesen et al., 1995 ;  

Steffens et al., 1998). Selon Walker et Ferrar (1995), la localisation spécifique de ses formes 
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actives laisse supposer qu’elle intervient directement dans la photosynthèse, et/ou dans la 

régulation de la concentration en oxygène actif dans les chloroplastes (Kuwabara et Katoh, 

1999). En support à cette hypothèse, Lax et Vaughn (1991), ont montré que la PPO était 

structuralement associée au photosystème II dans la fève Vicia faba. 

Dans les plantes, les PPOs jouent un rôle de résistance contre les infections 

microbiennes, virales et aussi contre les mauvaises conditions climatiques (Martinez et 

Whitaker, 1995). Les mécanismes de défense des végétaux impliquant les PPOs 

sont largement controversés (Vaughn et al., 1988 ; Mayer et Harel, 1991 ; Walker et Ferrar, 

1998) et plusieurs hypothèses sont émises au sujet de leur action. L’une des certitudes est 

que les polyphénols ont des propriétés anti-fongiques (Friedman, 1997). La PPO catalyse 

l’oxydation des  composés phénoliques en quinones. Ces dernières, sont elles-mêmes 

bactéricides et fongicides (Zinkernagel, 1986), et se polymérisent ensuite pour former des 

polymères bruns insolubles. Ces derniers forment une barrière qui limite la prolifération de 

l’infection et l’altération des tissus de la plante,  grâce à leurs propriétés anti-microbiennes 

(Zawistowski et al., 1991). Selon Craft et Audia (1962), ces barrières de protection ont été 

observées dans les patates douces, les carottes, les betteraves, les courges, les navets et 

les pommes de terre. 

La PPO est impliquée dans divers processus tels que la pigmentation des vertébrés et 

mammifères, ainsi que le brunissement des fruits et des légumes (Whitaker, 1995 ; Fenoll et 

al., 2004).  

Chez les insectes, la PPO est impliquée dans la sclérotisation de l'exosquelette et aussi 

dans la protection contre d'autres organismes par leur encapsulation dans la mélanine. Elle 

peut induire des modifications anti-nutritive des protéines végétales pour en faire des 

antinutritionnels, décourageant les herbivores ou les microbes pathogènes (Steffens et al., 

1998). Par son activité hydroxylase, cette enzyme participe également dans la biosynthèse 

des composés phénoliques (Vámos-Vigyázό, 1981; Vaughn et Duke, 1984 ; Zawistowski et 

al., 1991). 

L’activité PPO joue aussi un rôle important dans la qualité des produits alimentaires 

(Mayer et Harel, 1991). Elle est essentielle pour la coloration bénéfique de nos nourritures, 

telles que les prunes, les raisins noires et le thé (Whitaker et Lee, 1995). 

 

1.5 Extraction et purification de la PPO 
Le premier compte rendu d’extraction et de caractérisation de la PPO date  d’il y a quelques 

décennies (Wichers et al., 1995). Elle a été pour la première fois préparée presque 

simultanément par Kubowitz (1938) à partir de la pomme de terre, et par Keilin et Mann 

(1938) à partir du champignon de couche (Agaricus bisporus). Plusieurs méthodes 
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d’extraction et de purification de la PPO de champignon de couche ont été développées. 

Parmi les méthodes cités dans la littérature, les plus largement utilisées et qui donnent de 

bon rendement d’activité enzymatique sont celles : de Dawson et Magee (1955), de Frieden 

et Ottesen (1959), de Bouchilloux et al. (1963), de Nelson et Mason (1970), d’Atlow et al. 

(1984), de Papa et al. (1994), et de Fan et Flurkey (2004). 

 

1.5.1 Extraction  

Trois problèmes doivent être considérés avant d’extraire la PPO à partir du matériel végétal : 

(1) latence, (2) la solubilisation de l'activité liée à la cellule et (3) la prévention de l'oxydation 

enzymatique des phénols endogènes et par conséquent la précipitation de la protéine 

enzymatique par les polymères (Vámos-Vigyázό, 1981). La latence est un problème mineur 

avec la PPO végétale, car dans la plupart des espèces l'enzyme est présente sous la forme 

active. 

La PPO représente moins de 1% des protéines totales dans les fruits et les végétaux. 

Dans les champignons, qui sont considérés comme étant la meilleure source de la PPO, la 

concentration de l’enzyme est de l’ordre de 0.004%. Ce qui suppose l’utilisation de 1 kg de 

champignon pour avoir un rendement de 40 mg de PPO purifiée (Zawistowski et al., 1991). 

Les PPOs liées peuvent être solubilisées dans un milieu hypotonique, par l’utilisation 

d’agents chimiques tel que les détergents (Tween-80®, Triton X-100®, SDS : Sodium 

Dodecyl Sulfate), ou au moyen d’agents physiques comme les ultrasons (Vámos-Vigyázό, 

1981 ; Robb, 1984). L'extraction détersive des tissus augmente substantiellement  le niveau 

de l'activité PPO (Whitaker, 1995).La solubilisation, est habituellement réalisée après 

préparation de  poudre d'acétone ou extraction  avec des détergents et autres agents. Il en 

résulte incontestablement une modification de la structure de l’enzyme et de ses propriétés 

(Mayer et Harel, 1979 ; Vámos-Vigyázό, 1981). 

Les plus grandes difficultés à surmonter lors de l’extraction de l’enzyme pour l’obtention 

d’une préparation soluble sont la prévention de l’oxydation enzymatique des composés 

phénoliques endogènes et la formation des pigments pendant le broyage de la matière 

végétale. En effet, les pigments peuvent s’associer avec la protéine enzymatique et la rendre 

insoluble et inactive (Vámos-Vigyázό, 1981).  

Pendant l'extraction de la PPO, des réactions de tannage peuvent avoir lieu, ce qui a  

pour conséquence la modification des  propriétés de l’enzyme (Mayer et Harel, 1991). Pour 

réduire au minimum ces risques, toutes les étapes d'extraction de la PPO doivent être 

effectuées aux très basses températures (-20°C voire -30°C). Dans tous les cas, des 

températures inférieures à 0°C sont conseillées (Vámos-Vigyázό, 1981 ; Zawistowski et al., 

1991). Le morcellement  et l'homogénéisation sont souvent faits dans l’azote liquide ou dans 
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l’azote exempte d’oxygène  pour réduire le plus possible les interactions protéine- phénol. 

Dans certains cas, la congélation rapide et la lyophilisation du matériel sont recommandées 

comme premières étapes de l'extraction de l’enzyme. La précipitation par l'acétone suivie de 

l’extraction par un tampon, est l'une des méthodes les plus souvent utilisées. 

Parfois, l'extraction avec un tampon approprié précède l'étape de précipitation par 

l’acétone. La précipitation par l’acétone ne produit pas d’artefacts. Une grande variété de 

tampons est employée pour l'extraction, et les valeurs du pH, qui changent avec la source 

d'enzyme, sont en général, ajustées pour assurer un milieu légèrement alcalin. Le pH du 

tampon peut affecter la forme enzymatique obtenue. Afin de protéger le produit d'extraction 

contre l’oxydation enzymatique des polyphénols, des agents réducteurs ou des coupleurs de 

quinones, ainsi que des inhibiteurs  réversibles d'enzymes, sont incorporés dans le milieu. 

L'acide ascorbique, la cystéine, le métabisulfite de sodium, le DIECA, ou le saccharose, et 

parfois des mélanges de certains de ces composés, ont été employés (Vámos-Vigyázό, 

1981). 

L’élimination des composés phénoliques endogènes des extraits de plantes peut réduire 

la formation des quinones, des pigments et des mélanines indésirables dans l’extrait de 

PPO. Elle peut être effectuée par addition dans l'extrait enzymatique d’adsorbants de 

composés phénoliques tels que les résines échangeuses d’ions et le PVPP 

(polyvinylpolypyrrolidone). Nous avons constaté que ce procédé change, dans une certaine 

mesure, les caractéristiques cinétiques de la PPO de champignon dans le milieu organique, 

mais il n'affecte pas les produits de réaction dans les milieux  aqueux ou organiques (Burton, 

1994). 

Un moyen très efficace de prévention contre l'oxydation et la polymérisation des phénols 

pendant l'extraction de l’enzyme est leur élimination par fixation à un polymère insoluble. Les 

pièges à phénol le plus souvent utilisés pendant l’extraction  sont la polyvinylpyrrolidone 

(PVP), les résines échangeuses d’ions ; en raison de leurs capacités fixatrices des 

composés phénoliques. Elles sont également utilisées pendant la séparation des fractions 

subcellulaires et dans les étapes initiales de purification de l'enzyme (Mayer et Harel, 1991 ; 

Zawistowski et al., 1991; Ziyan et Pekyardimci, 2004). En même temps, le PVP est un 

inhibiteur partiellement compétitif de la PPO (Vámos-Vigyázό, 1981 ; Zawistowski et al., 

1991). Le polyéthylène glycol (PEG) est parfois préféré, à cause peut-être de sa solubilité 

dans l’acétone, qui présente certains avantages pour l’obtention d’une préparation 

enzymatique brute. Malheureusement, le déplacement de ces phénols par des résines 

d’échange ionique ou d'autres composés se liant aux phénols (Bonner, 1955) peut avoir 

comme conséquence la perte de quelques isoformes (Smith et Montgomery, 1985). Ainsi, le 

séchage par l’acétone, souvent appliqué comme première étape d'extraction d'enzymes, 
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est en même temps un moyen puissant d’élimination des phénols, particulièrement quand ils 

contiennent environ 20% d'eau. Le déplacement des substances pectiques des tissus de fruit 

peut être réalisé par précipitation par l'acétone ou l’acétate de calcium (Vámos-Vigyázό, 

1981).  

L’extraction de la PPO peut être entravée par la présence d’enzymes protéolytiques 

endogènes, qui pourraient produire des formes multiples artéfactuelles et interconvertibles 

de l’enzyme. Cela a été mis en évidence lors de l’utilisation des inhibiteurs de protéases 

(fluoride, Trasylol, et phénylméthylsulfonyl), qui a conduit à la diminution du nombre de forme 

d'isoenzymes obtenues lors de la purification de la PPO de pêche et de datte (Mayer et 

Harel, 1991 ; Zawistowski et al., 1991). 

 

1.5.2 Purification 

La purification d’une enzyme est indispensable pour connaitre ses propriétés fonctionnelles 

et structurales (Pathak et Ghole, 1994). Cette tache s’avère difficile à cause de la formation 

des o-benzoquinones qui se produisent  pendant le broyage des tissus, qui réagissent 

rapidement en formant  la mélanine, provoquant ainsi des modifications des protéines, dont 

la PPO (Whitaker et Lee, 1995). De plus, un autre inconvénient pour l'étude de la PPO est 

proportion relativement très faible (Kertesz et Zito, 1962 ; Robb, 1984). 

Plusieurs méthodes de purification de la PPO ont été développées (Shi et al., 2001 ; 

Burton, 1994). Elles différent selon la source de l'enzyme et selon le degré de pureté atteint. 

Cependant, seuls quelques PPOs ont été  purifiées jusqu’à un degré d’homogénéité suffisant 

pour être étudié convenablement (Zawistowski et al., 1991). 

Après l’extraction avec un tampon approprié, l’étape de purification de la PPO se fait par 

précipitation par le sulfate d’ammonium ou par des solvants organiques comme l’acétone ou 

l’éthanol. Le plus souvent, la précipitation par le sulfate d'ammonium à différents degrés de 

saturation est suivie soit d’une chromatographie sur gel de Sephadex G-100 ou G-200, soit 

d’une chromatographie d’échange ionique sur des échangeurs d’anions (DEAE-cellulose ou 

le DEAE-Sephadex), ou enfin d’une combinaison de certaines de ces méthodes. Le DEAE-

cellulose est un échangeur d'ion très utilisé pour la purification de certaines variétés de PPO. 

Entre chaque étape de purification, on utilise habituellement soit une dialyse, soit une 

ultracentrifugation, soit une chromatographie sur gel de Sephadex G-25 pour éliminer les 

impuretés de poids moléculaires faibles et aussi et surtout, les ions des différents tampons 

employés.  Dans certains cas, une étape de purification est appliquée à plusieurs reprises. 

Par exemple, un procédé de purification de la PPO de champignon a été rapporté avec deux 

étapes de précipitations par du (NH4)2SO4, précédée et/ou suivie d’une chromatographie sur 

DEAE-cellulose (Mayer et Harel, 1979, Zawistowski et al., 1991 et  Vámos-Vigyázό, 1981, 
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ont appliqué l'adsorption sur le gel de phosphate de calcium, suivie d’une chromatographie 

d'adsorption sur l'hydroxyapatite, pour la PPO de champignon. Lerman en 1953, pour la 

première fois a purifié la PPO à l’aide d’une colonne de chromatographie d'affinité à base de 

cellulose sur laquelle des inhibiteurs phénoliques étaient greffés (acide benzoïque). Powell et 

al. (2007) ont purifié la PPO de champignon à l’aide d’une colonne de chromatographie 

d’affinité sur laquelle des ions Cu2+, Ni2+, Co2+ ou Zn2+ ont été fixés. 

 

1.6 Les mécanismes réactionnels de la PPO et leur étude 
1.6.1. Mécanismes réactionnels 

Les mécanismes réactionnels de la catalyse enzymatique sont principalement décrits 

pour les PPOs d’origines fongiques. D’après Sánchez-Ferrer et al. (1995), le site actif des 

PPOs peut exister sous trois formes, selon la valence du cuivre et la liaison avec l’oxygène 

moléculaire : deoxy (CuI-CuI), oxy (CuII-O2-CuII) et met (CuII-CuII). La forme met, est 

convertie en forme deoxy par double réduction électronique, et la forme deoxy résultante est 

capable de fixer réversiblement l’oxygène moléculaire pour donner la forme oxy (Figure 5). In 

vivo, la forme majoritaire de l’enzyme est la forme incapable de fixer l’oxygène moléculaire 

(Lerch, 1981). Cette forme prédominante n’agit pas sur les monophénols bien qu’elle ait une 

forte affinité pour les fixer. Il en résulte une phase de latence décrite par Cabanes et al. 

(2002).  

Bien que le mécanisme exact des réactions catalysées par les PPOs soit partiellement 

incertain, il est généralement admis que l’oxydation des o-diphénols, catalysée par les 

PPOs, suit une cinétique de Michaelis-Menten, tandis que l’hydroxylation des monophénols 

est caractérisée par une phase de latence (Sanchez-Ferrer et al., 1995). Cette phase de 

latence peut être supprimée par un faible ajout d’o-diphénols (Espin et Wichers, 1999).  

Le modèle des mécanismes réactionnels des PPOs incluant l’activité catécholase (Figure 

5, cycle A) et crésolase (Figure 5, cycle B) est basé sur des informations liés à la structure 

électronique et géométrique du complexe de cuivre bi-nucléaire, ainsi que sur l’étude des 

modifications du site actif par différents anions et ligands (Siegbahn, 2003; Lerch, 1995). La 

forme oxy peut réagir avec les mono- et les diphénols tandis que la forme met ne peut réagir 

qu’avec les diphénols (Claus et Decker, 2006). Les deux cycles (crésolase et catécholase) 

produisent des o-quinones qui se réarrangent spontanément en pigments polymériques 

(Rodriguez-Lopez et al., 1992). 

L'activité catécholase implique l'oxydation de deux o-diphénols  en deux quinones, avec la 

réduction concomitante de 4e- de l'oxygène moléculaire, qui produisent deux molécules 

d'eau. Cette activité est initiée par la fixation d'un o-diphénol de la forme met de l'enzyme, 
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suivie de la réduction du faisceau bicuivrique, menant à la formation du deoxyPPO et au 

dégagement d’o-quinone. Avec la fixation postérieure de l’oxygène moléculaire, l’oxyPPO est  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

formée et une deuxième o-diphénol est liée, réduisant ainsi le peroxyde avec production 

d’eau et  formation d’une autre o-quinone.  

Figure 5: Schéma mécanistique de l’activité catécholase (cycle A) et crésolase (cycle B) de la 

PPO (Lerch, 1995 ; Mayer et Harel, 1991). 
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Dans l'activité crésolase, l’O2  est lié d'abord aux deux groupes du Cu(I) du deoxyPPO 

pour donner l’oxyPPO dans laquelle l’O2 a les caractéristiques d'un peroxyde. Ensuite un 

monophénol est coordonné en position axiale à l’un des cuivres de l'oxyPPO, suivie d’un 

réarrangement complexe menant à la production d’une molécule d’eau et l’intermédiaire 

conduisant à la formation de l’o-quinone (Solomon et al., 1996 ; Solomon et al., 2001 ;  

Fenoll et al., 2004 ; Whitaker, 1995; Mayer et Harel, 1991 ; Siegbahn, 2004 ; Sánchez-Ferrer 

et al., 1995 ; Jolivet et al., 1998). Les étapes limitantes dans l'hydroxylation des 

monophénols pourraient être : (i) l’attaque nucléophile du groupement OH en C-4 sur l’ion 

cuivre du site actif de la tyrosinase, (ii) l’attaque électrophile du peroxyde du site actif de 

l’oxyPPO sur le C-3 du substrat monophénolique, (iii) l’oxydation du o-diphénol formé à partir 

du monophénol (Fenoll et al., 2000). 

Chez les végétaux supérieurs, un mécanisme réactionnel similaire est proposé. 

Cependant, la forme oxy semble beaucoup plus instable que dans le cas des tyrosinases, ce 

qui réduit fortement l'affinité des PPO pour les mono-phénols (Eicken et al., 1999). 

L’oxygène se fixe sur l’enzyme avant le substrat phénolique selon un mécanisme séquentiel 

ordonné (Janovitz-Klapp et al., 1989) 

 

1.6.2  Etude des activités PPO 

L'activité de la PPO peut être déterminée en mesurant la vitesse de disparition du substrat, 

ou la vitesse de formation du produit. Il est nécessaire de limiter la mesure à la phase initiale 

de la réaction afin d’éviter l’inactivation de l’enzyme par le produit de la réaction (o-quinone), 

la diminution de la concentration du substrat, et la polymérisation du produits (Vámos-

Vigyázό, 1981). Les deux activités de la PPO, monophénol oxydase (crésolase) et diphénol 

oxydase (catécholase), peuvent s’appliquer à une grande variété des substrats (Whitaker, 

1995). La PPO présente différentes affinités vis-à-vis du même substrat selon la source de 

son obtention tel que l’espèce, le genre, le cultivar, ou également le tissu (Zawistowski et al., 

1991).  

 La vitesse de disparition du substrat peut être mesurée par l'absorption de l’oxygène 

dissout par la technique de Warburg ou par polarographie à l’aide d’une électrode à oxygène 

(Vámos-Vigyázό, 1981 ; Mayer et Harel, 1991 ; Gauillard et al., 1993 ; Naish-Byfield et Riley, 

1992). La vitesse de formation du produit peut être déterminée par méthode 

spectrophotométrique en mesurant la densité optique des composés colorés (o-quinones) 

formés à partir des substrats. Cette méthode est la plus utilisée pour mesurer l'activité 

diphénolase de la  PPO (Vámos-Vigyázό, 1981 ; Zawistowski et al., 1991 ; Espín et al., 

1995). La catéchine (3-hydroxy flavane), la 3,4-dihydroxy phénylalanine (DOPA), la tyrosine, 
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et les esters d’acide cinnamique sont les substrats naturels de la PPO trouvés dans les fruits 

et légumes (Zawistowski et al., 1991, Vámos-Vigyázό, 1981 ; Trebst et Depka, 1995). 

Le type et la position des substituants présents sur les mono- et les o-dihydroxy phénols 

sont également des causes importantes déterminant la réactivité du substrat. Pour les 

mêmes substrats, de grandes différences dans les paramètres cinétiques (Km et Vmax) sont 

constatées selon la source et la pureté de l'enzyme (Zawistowski et al., 1991).A titre 

d’exemple, la substitution en position 3 du 3-méthyl catéchol cause une diminution de 

l'affinité de l'enzyme pour le substrat à cause de la gêne stérique. La présence d'un 

groupement donneur d’électron en position 4, comme dans le 4-méthyl catéchol ou l’acide 

chlorogénique, augmente la réactivité du substrat, alors que celle d’un groupement attracteur 

d'électron, comme le 4-nitrocatéchol ou le 3,4-dihydroxy acide benzoïque, réduit la réactivité 

du substrat (Vámos-Vigyázό, 1981).Le catéchol est le substrat phénolique le plus simple de 

la PPO puisqu’il possède la structure de base des o-dihydroxyphénols. Ceci ne signifie pas 

qu’il s’agissait d’un meilleur substrat pour l’enzyme. La meilleure méthode pour étudier la 

réaction crésolase est la mesure de la production d'eau dans le milieu contenant du tritium à 

partir du [2.6- 3H] monophénol tel que la [3.5- 3H] tyrosine (Mayer et Harel, 1991 ; Jolivet et 

al., 1998). On peut également déterminer la vitesse de perte d'agents réducteurs tel que 

l’ascorbate à 265 nm (ε = 15300 M-1 cm-1) ou le NADH à 340 nm (ε = 6220 M-1 cm-1) (Mayer 

et al., 1966 ; El-Bayoumi et Frieden, 1957 ; Zawistowski et al., 1991). 

 

1.6.3 Effet du pH sur l'activité PPO 

Le pH optimal de l’activité enzymatique de la PPO varie avec la source de l’enzyme et aussi 

en grande partie avec le substrat.  Pour la plupart des PPOs étudiées il est compris entre pH 

4 et 8 (Mayer et Harel, 1979). Plusieurs paramètres affectent cette valeur. Nous pouvons 

citer le type de tampon, la pureté de la préparation enzymatique et  le stade de maturité du 

fruit  ou du végétal. L’étude du pH peut nous fournir des informations sur l’identification des 

activateurs ou sur les résidus du substrat susceptibles d’être ionisés, nécessaires pour sa 

fixation et sa transformation (Kuby, 1991).  

Le changement de pH du milieu réactionnel modifie la réaction enzymatique de la PPO 

par : (1) l’inactivation de l’enzyme à cause du changement de l’état d’ionisation des chaines 

latérales des acides aminés impliquées dans la réaction catalytique, (2) le changement de 

l’état d’ionisation du substrat, et/ou (3) la modification de l’équilibre de la réaction lorsque les 

protons H+ ou les hydroxyles OH- sont impliqués. 

 

1.6.4 Effet de la température sur l’activité PPO 
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L'effet de la température sur l'activité des PPOs n'a pas été très étudié, comparativement à 

l’effet du pH (Joslyn et Ponting, 1951; Vámos-Vigyázό, 1981). Amiot et al. (1997) ont montré 

que la PPO n’est pas une enzyme thermostable. En effet, des traitements thermiques de 

courte durée en solution ou dans des produits d'origine végétale à des températures 

comprises entre 70 et 90°C suffisent dans la plupart des cas à la destruction irréversible, 

partielle ou totale, de sa fonction catalytique (Vámos-Vigyázό, 1981; Zawistowski et al., 

1991; Yemenicioğlu et Cemeroğlu, 2003). Sa tolérance thermique dépend également de la 

spécificité du substrat, du pH optimal, de la température, et aussi et surtout de la source 

d'enzyme et du cultivar (Vámos-Vigyázό, 1981; Yemenicioğlu et Cemeroğlu, 2003).  

 

1.7 Les effecteurs de la PPO 
1.7.1 Les activateurs  

La PPO peut être activée par choc acide ou basique, par l'urée, les acides gras, les 

alcools, les protéases et par les détergents anioniques, tel que le sodium dodécyl sulfate 

(SDS), (Seo et al., 2003 ; Pérez-Gilabert et al., 2004 ; Gandía-Herrero et al., 2005). Ce 

dernier (SDS), peut activer la tyrosinase de diverses sources, y compris la PPO de 

champignon de couche (Agaricus bisporus) (Espín et Wichers, 1999). 

Il a même été montré que le SDS active la PPO latente dans les préparations brutes et/ou 

partiellement purifiées. De même, l'addition des ions du Cu2+ dans le milieu augmente 

l'activité enzymatique de la PPO (Vámos-Vigyázό, 1981; Fan et Flurkey, 2004; Van Leeuwen 

et Wichers, 1999). 

 

1.7.2. Inhibition des PPOs 

Le contrôle de l’activité de la PPO est  important pour la prévention de la synthèse de la 

mélanine, du brunissement des champignons et d’autres végétaux et fruits (Jolivet et al., 

1998; Qiu et al., 2009). Les inhibiteurs de la PPO ont été employés en tant qu'agents de 

dépigmentions pour le traitement ou la prévention des désordres de pigmentation. Par 

conséquent, les inhibiteurs de la PPO sont censés avoir de larges applications dans les 

industries médicales (Mosher et Pathak, et Fitzpatrick, 1983) et cosmétiques (Maeda et 

Fukuda, 1991). Dans l'industrie alimentaire, les inhibiteurs de la PPO peuvent être employés 

comme des conservateurs des aliments et des boissons d’origine végétale. En outre, la PPO 

est l'une des plus importantes enzymes impliquée dans le processus muant d'insecte. La 

découverte des inhibiteurs de cette enzyme peut être ainsi importante pour le 

développement de nouvelles alternatives concernant le contrôle des insectes 

(Likhitwitayawuid, 2008). 
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L’inhibition de la PPO responsable du brunissement de la plupart des produits 

alimentaires est une préoccupation majeure des industries alimentaire. Dans l’industrie 

alimentaire, la toxicité relative au mode d’inhibition choisie, le coût de la méthode et/ou des 

composés chimiques, et l’acceptation de la méthode par le consommateur des composés 

chimiques et le produit final aident à la sélection de la méthode d’inhibition (Barthet, 1997). 

En théorie, le brunissement des fruits et des légumes par la PPO peut être empêché par 

l’inactivation thermique de l’enzyme, par l'élimination de l'un des deux substrats nécessaires 

pour la réaction (O2 et/ou les composés phénoliques), par l’abaissement du pH de 2 unités 

ou plus au-dessous du pH optimum, par des réactions d’inactivation de l’enzyme ou par 

l’addition des composés qui inhibent la PPO ou qui empêchent la formation de la mélanine 

(Vámos-Vigyázό, 1981 ; Whitaker et Lee, 1995).  

Les traitements thermiques sont les plus utilisés pour stabiliser les aliments, en raison de 

leur efficacité pour la destruction des micro-organismes et l’inactivation des enzymes. Les 

traitements thermiques de courte durée aux températures comprises entre 70- 90°C, de la 

PPO en solution ou dans les produits d'origine végétale sont dans la plupart des cas 

suffisantes pour la destruction irréversible, partielle ou totale de sa fonction catalytique 

(Vámos-Vigyázό, 1981; Zawistowski et al., 1991; Yemenicioğlu et Cemeroğlu, 

2003).Plusieurs études ont montré que la PPO obtenue à partir de diverses sources est 

inactivée thermiquement (Yemenicioğlu et al., 1997 ;  McCord et Kilara, 1983 ; Weemaes et 

al., 1998a,b ; Soysal, 2008). L’inconvénient majeur du traitement thermique réside dans la 

production du mauvais goût et l’apparition d’une coloration indésirable causés par la réaction 

de Maillard.La combinaison du traitement thermique avec d’autres méthodes physiques tels 

que la pression, les micro-ondes ou les ultrasons peut induire une inactivation réversible ou 

irréversible de la PPO à des températures relativement basses (Terefe et al., 2009 ; 

Weemaes et al., 1998 ; Buckow et al., 2009 ; Rapeanu et al., 2005 ; Devece et al., 1999). Le 

blanchiment est l’une des méthodes les plus efficaces et des plus appliquées pour contrôler 

le brunissement enzymatique.  

Des centaines de composés ont été examinées comme des inhibiteurs du brunissement 

enzymatique (Whitaker et Lee, 1995). Ils ne doivent pas être  toxiques, et ne doivent pas 

modifier  le goût, la saveur ou la texture du produit (Vámos-Vigyázό, 1981). Une large 

gamme de composés est connue pour inhiber la PPO. Leur efficacité dépend de la nature et 

de la concentration de l'inhibiteur, de la source d’enzyme, de la disponibilité du substrat (O2 

et substrat phénolique) et du pH et de la température (Zawistowski et al., 1991). 

Il est commode de diviser les inhibiteurs de la PPO en trois catégories : 

1) Les agents de chélation généraux pour le cuivre : petites molécule ou ions qui se lient au 

centre de cuivre dans le site actif compétitif en ce qui concerne l'oxygène, 
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2) les inhibiteurs non-compétitifs en ce qui concerne le substrat phénolique, 

3) les analogues des phénols compétitives vers des substrats (phénol et/ou diphénol) (Robb, 

1984; Burton, 1994). 

Puisque la PPO est une métalloprotéine, elle peut être inhibée par des agents chélateurs 

de métal tels que le cyanure, le monoxyde de carbone, le diéthyldithiocarbamate de sodium 

(DIECA), l’éthylène diamine tétra-acétique acide (EDTA), le 2-mercaptobenzothiazole, 

l’azide, le méthyle xanthate de potassium, l’acide kojique, L-mimosine et le tropolone 

(Vámos-Vigyázό, 1981; Jolivet et al., 1998; Anderson et  Morris, 2001 ; Gasowska et al., 

2002 ; Mayer et Harel, 1979). Les ions inorganiques, y compris les halogénures, sont 

également capables d’inhiber les PPOs de beaucoup de sources. Les inhibiteurs potentiels  

des PPOs de champignon, de cerises, de pommes, de poire, d’abricot et de pommes de 

terre sont principalement les acides aromatiques, les aldéhydes aromatiques, les acides 

carboxyliques, le dihydrate de phloridzine et certains acides cinnamiques substitués. Les 

ions halogénures se comportent comme étant des inhibiteurs purement compétitifs vis-à-vis 

de la fixation du dioxygène (Rescigno et al., 2002; Robb, 1984).L'acide ascorbique peut 

également agir directement sur la PPO du champignon par chélation avec son groupement 

prosthétique et réduit ainsi le Cu2+ en Cu+ (Vámos-Vigyázό, 1981; Zawistowski et al., 1991).  

En outre, les composés qui ne ressemble pas à la structure de substrat (exemple : le 4-

nitrophenol, la phénylalanine et le 4-chlorophénol) et qui sont lentement oxydés, ont été 

identifiés comme des inhibiteurs compétitifs de la PPO. Les analogues de substrat comme 

les acides aromatiques, tel que l’acide benzoïque et l’acide cinnamique, se comportent 

habituellement comme des inhibiteurs compétitifs vis-à-vis du substrat phénolique (Robb, 

1984; Jolivet et al., 1998; Gasowska et al., 2002 ; Janovitz-Klapp et al., 1990). L'inhibition de 

la PPO est également provoquée par des agents réducteurs parmi lesquels, les sulfites, 

SO2 , l'acide ascorbique, l'acide érythorbique et les composés à fonction thiol (Kahn, 1985 ; 
Zawistowski et al., 1991). Les composés à fonction thiol, comme la L-cystéine, le glutathion, 

le dithiotreitol, le mercaptoéthanol et le thiourée, sont des inhibiteurs efficaces de la PPO de 

plusieurs sources (Zawistowski et al., 1991 ; Burton, 1994 ; Rescigno et al., 2002). Les 

acides aminés, peptides et protéines peuvent inhiber le brunissement enzymatique soit en 

inhibant directement la PPO, soit en réagissant avec les o-quinones (McEvily et al., 1992). 

Ces composés peuvent former des complexes stables avec le cuivre Cu2+ du site actif de la 

PPO (O’Sullivan, 1969). 
Les polymères solubles tels que le polyvinylpyrrolidone (PVP) agissent en tant 

qu'inhibiteurs compétitifs de la PPO, mais on sait pas s’ils agissent sur l’enzyme liée au 

phénol ou sur l’enzyme (Jolivet et al., 1998 ; Vámos-Vigyázό, 1981).Les cyclodextrines  

peuvent inhiber la PPO par  fixation sur le substrat phénolique (Irwin et al., 1994). L’acide 
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citrique inactive la PPO par deux mécanismes : élimination du cuivre du site actif et 

diminution du pH du milieu  (MeEvely et al., 1992). La grande majorité de ces inhibiteurs 

n'est pas spécifique des PPO (Mayer et Harel, 1991). 

Les plantes sont considérées actuellement comme une source potentielle d’inhibiteurs de 

la PPO (Baurin et al., 2002). Deux grand groupes ont été identifiés : les polyphénols et les 

aldéhydes et d’autres dérivés (Rescigno et al., 2002 ; Chang, 2009). Parmi les composés 

isolés et considérés comme  des inhibiteurs puissants de la PPO, nous pouvons citer le 

cuminaldéhyde, l’oxyrésveratrol, le kaempferol, la quercetine, la morine, la lutéoline, 

l’anisaldéhyde, la kurarinone et l’acide gallique (Parvez et al., 2007). 

 

2. Les biocapteurs à base de PPO 
2.1. Introduction 
La PPO est une enzyme ayant de multiples applications. Elle est utilisée dans la production 

des o-diphenols comme la L-dopamine et le catéchol (Min et al., 2010 ; Seetharam et Saville, 

2002 ; Marín-Zamora et al., 2009 ; Tuncagil et al., 2009).  

La PPO sous forme soluble ou immobilisée est aussi largement utilisée pour la 

dégradation du phénol et ses dérivée au niveau des eaux usées (Yamada et al, 2005 ; 

Seetharam et Saville, 2003 ; Ikehata et Nicell, 2000). 

 Enfin, seule ou parfois associées à d’autres enzymes tel que la laccase (Montereali et 

al., 2010 ; Kochana et al., 2008) , elle est à l’origine de nombreux biocapteurs utilisés 

principalement pour le dosage des composés phénoliques tels que la dopamine (Min et Yoo, 

2009 ; Njagi et al., 2010), le catéchol (Ameer et Adeloju, 2009 ; Tan et al., 2010), le phénol et 

ses dérivés (Adamski et al., 2010). Dans le domaines agroalimentaire et environnemental, 

les biocapteurs à tyrosinase peuvent être utilisé également pour le dosage de certains 

polluants chimiques (Durán et Esposito, 2000), comme  le cyanure (Shan et al., 2004), 

l’acide benzoïque (Li et al., 2010), l’azide de sodium (Cui et al., 2006), et le fluorure de 

sodium (Asav et al., 2009). 

 

2.2. Généralités sur les biocapteurs  
2.2.1 Biocapteurs enzymatiques 

Les premiers biocapteurs, développés au début des années 1960, sont des électrodes 

enzymatiques permettant le dosage du glucose dans une solution biologique (Clark et 

Lyons, 1962 ; Updike et Hicks, 1967). Depuis, les biocapteurs ont connu un développement 

considérable en raison de leurs nombreuses applications potentielles, que ce soit dans les 

domaines médical, agro-alimentaire ou du contrôle de l'environnement. Dans ce dernier, les 

contraintes en termes de coût, de suivi en continu, de portabilité ... font des biocapteurs une 
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solution alternative, particulièrement intéressante, aux techniques traditionnelles 

(chromatographie en phase gazeuse couplée à un spectromètre de masse ou 

chromatographie en phase liquide haute performance). Ils peuvent ainsi devenir des outils 

complémentaires et apporter des avantages, comme la mesure in situ et en continu, par 

rapport aux techniques classiques d'analyses disponibles en laboratoire. 

Un biocapteur est un dispositif analytique conçu pour transformer un phénomène 

biochimique en un signal mesurable. Il combine un composant biologique appelé                    

« biorécepteur » et un « transducteur » représentant le mode de détection (Tran-Minh, 

1991).La Figure (6) présente le principe de fonctionnement d'un biocapteur permettant 

d'obtenir, à partir de l'espèce à détecter dans un milieu échantillon, toute l'information utile à 

son évaluation. Cette donnée pourra être traitée, enregistrée, stockée pour une utilisation 

ultérieure. On distingue deux types de biocapteurs (Comtat et Bergel, 1997): 

(1) « Les biocapteurs d'affinité » sont fondés sur de simples interactions entre les espèces 

chimiques en solution et le biorécepteur. La molécule à détecter n'est pas détruite. 

(2) « Les biocapteurs métaboliques » reposent sur ime réaction spécifique entre l'espèce 

en solution et le biorécepteur. La molécule recherchée est alors dégradée. La diminution 

de la concentration d'un réactif ou la formation de produits est alors détectée. 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

Figure 6:  Représentation schématique du principe de fonctionnement d'un biocapteur (Tran-Minh, 

1991). 

Le biorécepteur est le premier maillon du biocapteur. Il permet d'identifier l'espèce à 

détecter. En effet, l'élément biologique utilisé possède des sites particulièrement sélectifs. Le 

biorécepteur assure ainsi la reconnaissance moléculaire de l'espèce à mesurer. En présence 

du composé à doser, il doit fournir un effet physico-chimique détectable par le transducteur. 

L'activité du biorécepteur peut se traduire par des processus différents tels que la 
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biocatalyse, le couplage immunologique ou la chémoréception (Tran-Minh, 1991). Cette 

modification, très localisée, de l'espèce présente dans l'échantillon, se fait généralement par 

l'intermédiaire d'une enzyme immobilisée qui transforme ce substrat en un produit détectable 

par le transducteur : c'est le cas des capteurs enzymatiques.  

Le transducteur est l'élément physique qui sert à exploiter la modification biochimique du 

substrat par le biorécepteur pour la transformer en signal électrique. Le transducteur assure 

la conversion d'un type d'énergie en un autre. Le type de transducteur sera choisi en fonction 

des modifications biochimiques se produisant au niveau du biorécepteur. Cette adéquation 

entre le transducteur et l'élément biologique permettra d'obtenir un signal sensible, 

facilement exploitable et avec un minimum de bruit de fond (Tran-Minh, 1991 ; Comtat et 

Bergel, 1997). Le Tableau 1 regroupe les principaux types de transducteurs des biocapteurs. 

 

Tableau 1: Les principaux types de transducteurs. 
 

Type de transducteurs Energie initiale Energie finale 
Electrode 
Photodiode 
Thermistor 
Cristal piézoélectrique 

Chimique 
Lumière 
Chaleur 
Masse 

Electricité 
Electricité 
Electricité 
Electricité 

 
De nombreux polluants sont connus pour leur action inhibitrice de certaines enzymes. 

Cette propriété a permis la mise au point de nombreux tests de détection. Parmi les 

inhibiteurs présents dans l'ensemble de l'environnement (eau, air, sol), les pesticides et les 

métaux lourds représentent un danger important pour la santé humaine et l'équilibre des 

écosystèmes (Vidrine et al., 2003). Des articles de synthèse font régulièrement le point et la 

promotion des biocapteurs. Les articles tels que ceux de Marty et al. (1995), Paddle (1996), 

Nistor et Emnéus (1999), Giardi et al. (2001), D'Souza (2001) montrent de nombreux 

exemples de biocapteurs et l'immense champ de recherches possibles. 

 

2.2.2. Immobilisation des enzymes 

L’immobilisation de l’enzyme au contact du transducteur ou placée dans une position 

optimale vis-à-vis du transducteur (par exemple au bout d’une fibre optique) doit être réalisée 

de sorte à ce que les critères suivants soient respectés pour le bon fonctionnement du 

biocapteur : 

Stabilité : conservation de l’activité de l’enzyme pendant toute la durée des mesures, 

Sélectivité : aptitude de l’enzyme à reconnaître un seul substrat défini, 

Reproductibilité : aptitude de l’enzyme à retrouver son activité initiale après une mesure, 

Sensibilité : capacité à détecter une concentration faible de substrat, 
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Accessibilité de l’espèce de reconnaissance : capacité du substrat de passer facilement à 

travers la couche sensible vers l’enzyme. 

La capacité de la matrice à immobiliser l’enzyme, sa stabilité mécanique et chimique, son 

coût, la nature des liaisons mises en jeu, l’activation du support, sont également des 

paramètres à prendre en compte pour le développement d’un biocapteur enzymatique 

performant.  

Depuis la deuxième moitié du 20ème siècle, beaucoup d'efforts ont été consacrés au 

développement des enzymes immobilisées, pour diverses applications. Cependant, quel que 

soit sa nature ou sa préparation, une enzyme immobilisée doit par définition effectuer deux 

fonctions essentielles : une fonction non-catalytique d'aide à la séparation, la récupération et 

la réutilisation de l'enzyme et la fonction catalytique de conversion des substrats dans un 

temps et un espace contrôlés. Une enzyme immobilisée peut être qualifiée de robuste 

lorsque les deux fonctions catalytiques et non-catalytiques remplissent les exigences d'une 

application bien spécifique. On distingue en général 4 méthodes d'immobilisation des 

enzymes destinées à la préparation de biocatalyseurs hétérogènes :  

 

Adsorption physique 

   Cette technique considérée comme la plus ancienne méthode d'immobilisation, est 

basée sur l'adsorption physique d'une enzyme sur un support sans mettre enjeu des liaisons 

covalentes. L'accrochage se fait principalement par des attractions électrostatiques, liaisons 

hydrogène, interactions hydrophobes ou interactions Van der Waals (Figure 7). Dans le cas 

où un support convenable est trouvé, cette méthode présente les avantages d'être simple et 

peu coûteuse puisqu' aucun réactif n'est mis enjeu pour la réaliser. Cette méthode n'exige 

qu'un minimum d'étapes d'activation avant utilisation et, elle offre la possibilité de régénérer 

le biocatalyseur par désorption et remplacement de l'enzyme. Cependant, en raison des 

faibles liaisons impliquées, l'enzyme peut être relarguée   par suite d'un faible changement 

de température, de pH, de force ionique ou même par simple action du substrat. 

 

 

                                    

 

 

 

Figure 7: Adsorption physique par interaction électrostatique. 
 

Liaisons covalentes 
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Cette méthode permet de greffer l'enzyme sur son support par une liaison chimique très 

stable (Figure 8). Mais la réaction de greffage doit se faire dans des conditions douces pour 

éviter de désactiver l'enzyme. 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 8: Immobilisation par liaison covalente. 

 
De plus, cette méthode est beaucoup plus complexe à réaliser que celle d'adsorption 

physique. Par contre le risque de décrochage des enzymes au cours des réactions 

catalytiques est éliminé par le fait que les enzymes sont solidement fixées au support. 

 

Réticulation 

L'immobilisation des enzymes par cette méthode consiste à réaliser des liaisons 

intermoléculaires soit directement entre enzymes (Figure 9) soit par l'intermédiaire d'autres 

molécules présentant des groupements fonctionnels adéquats. Le réactif le plus 

fréquemment utilisé est le glutaraldéhyde. 

 

 

 

 

 

 
Figure 9: Réticulation des enzymes. 

 

La réticulation des molécules d'enzyme entre elles est une méthode coûteuse. De plus, 

une partie des enzymes se comportent comme un support et la proximité spatiale des 

molécules d'enzyme entre elles limite la diffusion des substrats et produits, ce qui induit une 

baisse importante d'activité. Pour limiter ce dernier inconvénient, il est intéressant d'ajouter 

des molécules protéiques telles que l'albumine de sérum bovin (BSA) qui jouent le rôle 

d'espaceurs. 
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Encapsulation 

La méthode d'immobilisation par encapsulation est basée sur la localisation d'une enzyme à 

l'intérieur d'une nano-capsule, dont la paroi peut être une membrane polymérique ou 

inorganique, poreuse (Figure 10). Cette paroi peut par exemple consister en un réseau sol-

gel inorganique, tel que décrit dans la section suivante. L'objectif de la capsule est de 

maintenir l'enzyme « emprisonnée » tout en permettant la diffusion des substrats et produits. 

Cette méthode n'implique pas une liaison entre l'enzyme et la matrice ou la membrane. Un 

choix rigoureux de conditions d'immobilisation « douces » est également nécessaire pour 

éviter une perte importante de l'activité enzymatique.

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 10 : Encapsulation des enzymes. 

 

Avantages et Inconvénients des diverses techniques d'immobilisation 

 Les avantages potentiels associés à l'immobilisation des biocatalyseurs sont : 

1- Une stabilité accrue vis-à-vis de la température et du pH. 

2- Une meilleure résistance à la désactivation par les produits de la réaction. 

3- Un développement aisé des procédés en continu. 

4- Eventuellement, une activité accrue due à une meilleure dispersion de l'enzyme dans 

un solvant où elle ne serait pas soluble. 

5- Une vitesse de transformation chimique accrue due à la possibilité d'utiliser une 

concentration élevée en catalyseur  dans certains types de réacteur. 

Cependant l'immobilisation présente aussi des inconvénients tels que : 

1- La nécessité de développer un procédé d'immobilisation. 

2- Un coût supplémentaire causé par les réactifs et le support. 

!" Une limitation de la vitesse de transformation chimique due à la diffusion des 

substrats et produits.#

Enfin, il est important d'insister sur le fait qu'il n'existe pas de méthode d'immobilisation 

universelle qui soit la meilleure pour toutes les enzymes ou pour toutes les applications d'une 

enzyme donnée.#
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2.3 Biocapteurs enzymatiques à base de PPO 
2.3.1. Principes 

Les biocapteurs enzymatiques ont été les premiers étudiés et restent très étudiés encore 

aujourd’hui. Un nombre important d’enzymes sont capables de convertir un composé 

(substrat) en consommant (par exemple de l’oxygène), ou en générant d’autres composés 

(par exemple du peroxyde d’hydrogène). En suivant la quantité de composés consommés ou 

produits, il est alors possible de doser le composé d’intérêt (substrat de l’enzyme). D’autres 

composés sont des inhibiteurs de l’activité enzymatique. La mesure de la diminution de 

celle-ci permet alors de doser le composé inhibiteur. 

Systèmes basés sur la conversion du substrat 

De nombreux biocapteurs ont été développés pour la mesure de composés organiques 

(composés phénolique, anilines, amines aromatique). Parmi ceux-ci les biocapteurs fondés 

sur la PPO ont connu de nombreux développements. Les différents principes de 

fonctionnement de ce type de biocapteur vont être maintenant décrits. Ils illustrent des 

stratégies de développements transposables à d’autres enzymes. 

 La PPO catalyse la conversion de composés phénoliques en quinone via la réduction 

d’oxygène moléculaire en eau. La catéchol a été choisi comme substrat modèle. La réaction 

d’oxydation du catéchol en ortho-quinone est la suivante : 

                              Catéchol +  O2                                Ortho-quinone  +H2O 

Les mesures de la quantité d’oxygène consommée (co-substrat) ou de l’ortho-quinone 

formée (produit formé) lors de cette réaction permettent le dosage de catéchol présent dans 

la solution échantillon. 

 

Mesure de la consommation d’oxygène  

 Ce premier type de biocapteur à PPO consiste à mesurer l’évolution de la concentration 

d’oxygène au cours de la réaction enzymatique (Figure 11). La mesure de la concentration 

en oxygène peut être effectuée avec une électrode de Clark (Campanella et al, 1992 ;  

Campanella et al ., 1999). Il est également possible de mesurer la consommation en 

oxygène avec un capteur optique. Cette  stratégie a été utilisée par Papkovsky et al. (1993). 

        Cette méthode de détection nécessite un contrôle de la concentration en oxygène des 

tampons et des solutions échantillons. Afin de contourner ce problème, des capteurs ont été 

développés pour détecter directement le produit de la réaction (l’ortho-quinone dans le cas 

de biocapteurs à PPO). Simkus et al. (1996) utilisent les propriétés optiques  des produits 

formés pour les détecter.Une détection électrochimique est également possible. 
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Figure 11: L’oxydation du catéchol en ortho-quinone consomme de l’oxygène. Cette variation de 

concentration en oxygène est mesurée par une électrode de Clark (Nistor et Emnéus, 1999). 

 

Détection de la quinone formée (par une méthode électrochimique)  

L’ortho-quinone est un composé électroactif qui peut être réduit en catéchol à un potentiel 

de -0,2 V/ECS (Figure 12). La mesure du courant de réduction permet de doser la quantité 

d’ortho-quinone produite par la réaction enzymatique et donc de doser le catéchol présent 

dans l’échantillon. Cette méthode comporte plusieurs avantages. En effet, la détection 

électrochimique de l’ortho-quinone permet son recyclage en catéchol,  ce qui conduit à une 

amplification du signal. Les réactions de polymérisation par accumulation de l’ortho-quinone 

au niveau de l’électrode sont limitées par recyclage. A la différence de l’oxygène (-0,6 

V/ECS), le potentiel de mesure de l’ortho-quinone (-0 ,2 V/ECS) permet de réduire le risque 

d’interférences électrochimiques provenant d’autres composés (Marko-Varga et al., 1995). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 12: L’ortho-quinone (formée par l’oxydation enzymatique du catéchol) est réduite 

électrochimiquement en catéchol. Ce courant de réduction est mesuré et permet de doser la quantité 

d’ortho-quinone enzymatiquement formée. 
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Une variant de ce type d’électrode consiste à introduire un médiateur redox (symbolisé 

RH2) afin d’augmenter le taux de transfert des électrons entre la  quinone formée et 

l’électrode (Figure 13). La quinone est réduite en catéchol en réagissant avec le médiateur 

qui passe d’un état réduit (RH2) à un état oxydé (R). Les médiateurs utilisés sont le 

ferricyanure, le tétracyanoquinodiméthane (TCNO) et le méthylphénazonium (Hedenmo et 

al., 1997). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

 
 
Figure 13 : L’ortho-quinone (formée par l’oxydation enzymatique du catéchol) est réduite en catéchol 

via l’oxydation du médiateur réduit (RH2) en médiateur oxydé (R) .La forme R du médiateur est alors 

réduite sur l’électrode. Ce courant de réduction est mesuré et permet de doser la quantité d’ortho-

quinone enzymatiquement formée. 

 

2.3.2. Les biocapteurs à PPO pour la surveillance de l’environnement 

Les différentes méthodologies utilisées pour le développement de capteurs à PPO toujours 

plus performants sont généralisables à de nombreux biocapteurs enzymatiques 

environnementaux. Il est possible de classer les biocapteurs selon trois principaux groupes 

(Wollember et al, 1994) : 

- Les systèmes très spécifiques d'un composé à détecter et à doser 

- Les systèmes permettant de doser et de détecter un groupe de molécules (par 

exemple une famille chimique). 

- Les systèmes permettant de suivre une toxicité globale car, dans ce cas, le 

biorécepteur joue le rôle d'un bio-indicateur de toxicité (par exemple les électrodes à 

cholinestérase). 
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Tableau 2: Exemple de biocapteurs à PPO pour la détection des polluants dans l’eau. 

 
Polluant Support d’immobilisation Détection Limite de 

détection 
Domaine de 

linéarité Références 

Cyanure Argile anionique/Electrode de 
carbone vitreux Ampérométrie 100 ppb 100-1000 ppb Shan et al. (2004) 

Atrazine Poly 3,4-ethylene 
dioxythiophene Ampérométrie 1 nM 5–500 nM Védrine et al. (2003) 

Diuron Poly 3,4-ethyléne 
dioxythiophene Ampérométrie 0.5 nM 5–500 nM Védrine et al. (2003) 

Atrazine Polypyrrole Ampérométrie 0.1 ppm 0.05–0.5 ppm El Kaoutit et al. (2004) 

p-Chlorophénol Polyacrylamide Ampérométrie 0.03 µM 2.0–24.0 µM Hervás Pérez et al.  (2006) 

Phénol Chitosane Optique 1.0 µM 2.5–70.0 µM Abdullah et al. (2006) 

p-Cresol Chitosane Optique 1.0 µM 2.5–100.0 µM Abdullah et al. (2006) 

Catéchol Polyaniline Ampérométrie 0.05 µM 2.5–140 µM Tan et al. (2011) 

Catéchol Polypyrrole Potentiometrie 1.0 µM 1–50 µM Ameer et Adeloju (2009) 

Cyanure Polyamide Ampérométrie 2.10-7 M 2.10-7-4.10-5 M Hu et Leng (1995) 

Bisphenol A Nanotube de carbone-
phthlocyanine de cobalt-fibroine Ampérométrie 3.10−8M 5.10−8 -3.10−6M Yin et al. (2010) 

Atrazine Réticulation avec SAB-
Glutaraldehyde Conductimétrie 1 ppb 2.15–2150 ppb Mai Anh et al. (2004) 

Diuron Réticulation avec SAB-
Glutaraldehyde Conductimétrie 1 ppb 2.3–2330 ppb Mai Anh et al. (2004) 
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De nombreux polluants sont connus pour leur action inhibitrice de certaines enzymes. 

Cette propriété a permis la mise au point de nombreux tests de détection. Parmi les 

inhibiteurs présents dans l’ensemble de l’environnement (eau, air, sol), les pesticides et les 

métaux lourds  représentent un danger important pour la santé humaine et l’équilibre des 

écosystèmes. Les caractéristiques analytiques de certains biocapteurs à tyrosinase 

développés pour la détection de polluants dans l'environnement sont indiquées dans le 

Tableau 2. Comme on peut le constater, une grande majorité de ces capteurs utilisent une 

détection électrochimique.  

 

 

2.3.3. Immobilisation de PPOs en matrice sol-gel 

Rappels sur la bioencapsulation par voie sol-gel 

Actuellement, la chimie sol gel offre des possibilités nouvelles et intéressantes pour une 

immobilisation des biomolécules fragiles et sensibles aux conditions du milieu réactionnel 

(enzymes, protéines, anticorps, cellules complètes).  

Le gel de silice est le plus utilisé dans ce domaine du fait de la faculté d'ajustement de 

ces gels à une large gamme de textures poreuses, structures de réseau, fonctionnalités de 

surface et conditions de synthèse. Par exemple, le pH, le temps de gélification ou 

l'hydrophobicité peuvent être modifiés suivant le type d'enzyme ou l'application. Bien 

entendu, un gel pré synthétisé peut immobiliser l'enzyme par adsorption ou par greffage 

covalente sur sa surface accessible, mais la technique d'encapsulation par laquelle l'enzyme 

est immobilisé en construisant le réseau poreux du gel autour de chaque macromolécule, 

semble très intéressante. L'encapsulation dans d'autres oxydes tels que TiO2 (Chen et al.), 

ZrO2 synthétisé à partir du sel inorganique Zr(NO3)4.5H2O (Lieu et al.,1999), l'alumine (Chen 

et al) ou des phyllosilicates réticulés avec un gel de silice (Shen et al., 2001) a aussi été 

étudiée mais moins extensivement que SiO2. 

Deux principales voies sont connues pour réaliser un oxyde par méthode sol-gel : 

1- La voie des solutions aqueuses contenant le cation de l'élément dont on veut réaliser 

un oxyde. Ex : un sel de cet élément. 

2- La voie des alkoxydes, lesquels constituent une classe particulière de composés 

métal-organiques étudiés avec un grand intérêt depuis environ 25 ans. L'oxygène de 

ces composés est directement lié à un métal par une liaison à caractère nettement 

covalent polaire (Pierre et al., 2004). 

Les gels de silice sont le plus souvent synthétisés selon la deuxième voie qui consiste à 

transformer chimiquement des précurseurs d'alkoxydes tétrafonctionnels avec l'aide d'un 

catalyseur acide et/ou basique. Au niveau du groupe fonctionnel alkoxy OR, trois types de 

réactions sont généralement utilisées pour décrire le procédé sol gel (Liu et al.,1999). 
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Les réactions d'hydrolyse qui engendrent des fonctions « silanol » Si-OH en remplaçant 

les groupes alkoxy (OR) par un groupe hydroxyle (OH). 

≡Si-OR + H2O                     ≡Si-OH + ROH  

Les fonctions silanol permettent l'initiation des réactions de condensation, qui forment des 

ponts siloxane (Si-O-Si) par condensation de deux groupements silanol, libérant une 

molécule d'eau. La condensation peut aussi se produire entre un groupement alkoxy et un 

autre silanol, en libérant une molécule d'alcool. 

≡Si-OH + ≡Si-OH            ≡Si-O-Si≡ + H2O  

≡Si-OH + ≡Si-OR             ≡Si-O-Si≡ + ROH 

Un sol peut être défini comme étant une dispersion stable de particules colloïdales au 

sein d'un liquide, avec des dimensions qui doivent être comprises entre 2 et 200nm (Pierre et 

al., 2004).Dans le cas de la silice, les particules ayant la taille adéquate pour réaliser des 

sols comprennent des particules qui sont à la frontière entre les macromolécules et les 

nanoparticules de matière solide. Le liquide dans lequel ces particules colloïdales sont 

dispersées d'une manière stable est souvent l'eau, mais ce peut aussi bien être un alcool ou 

un autre solvant. 

Un gel peut se définir comme un réseau solide tridimensionnel très ouvert, réalisé par 

interconnexion des particules colloïdales précédente et s'étendant au travers de la totalité du 

milieu liquide initial. Si le réseau solide est constitué de particules colloïdales plutôt proches 

de nanoparticules denses, le gel est dit colloïdal. Si les particules colloïdales sont plutôt du 

type macromolécules polymériques plus ou moins linéaires, le gel est appelé polymérique. 

Les gels peuvent aussi être classés selon le type de milieu liquide dans lequel ils ont été 

synthétisés. Si ce liquide est constitué majoritairement d'eau, le gel correspondant peut être 

appelé aquagel (ou hydrogel). Si ce liquide est largement constitué d'alcool, le gel peut être 

appelé alcogel.  

Quand le liquide a été évacué, le matériau restant est un solide fragile et très poreux 

habituellement appelé xérogel ou aérogel, selon que la technique de séchage appliquée a 

induite un rétrécissement important ou très modéré, de ce solide. 

Les gels inorganiques tels que ceux de silice offrent certains avantages : amélioration de 

la résistance mécanique, stabilité thermique et chimique et un non-gonflement du gel dans 

les solvants aqueux ou organiques. De plus la silice hydrophile est non-toxique et elle est 

inerte biologiquement. 

Il a été montré que les enzymes encapsulées dans des gels de silice conservaient une 

partie, voire la totalité, de leurs propriétés physiques et leurs propriétés catalytiques. 

L'encapsulation dans des matériaux sol-gel est en général réalisée à température ambiante 

à partir d'une solution de précurseurs de silice à laquelle on ajoute la solution enzymatique 

(Figure  14).  
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Figure 14: Vue schématique d’encapsulation  d'une enzyme dans un gel de silice. 

 
Le réseau poreux du gel de silice se construit par hydrolyse suivi de condensation des 

monomères du précurseur, autour des biomolécules à encapsuler qui se trouvent finalement 

emprisonnées au sein du gel. Les transformations biocatalytiques se font donc à l'intérieur 

du gel de silice après diffusion des substrats à travers les pores vers l'enzyme. 

 
Biocapteurs sol-gel à base de tyrosinase 
 
Le premier article rapportant l’immobilisation de tyrosinase pour l’élaboration de biocapteurs 

date de 1998 (Li et al., 1998). Dans ce travail, l’enzyme est immobilisée dans un film mince 

de silice obtenu par la voie alcoxyde, déposé sur une électrode de carbone. La détection de 

dérivés phénoliques (catechol, phenol, crésol,..) par voir électrochimique est réalisée et la 

stabilité du système conservé dans du tampon phosphate à 4°C sur 15 jours est reportée. 

Plusieurs articles ont ensuite décrit des améliorations ou modifications de ces 

systèmes à base de silice : introduction de polymères conducteurs (Wang et al., 2000), de 

médiateurs (Pandey et al. 2001) et/ou de particules métalliques (Li et al., 2013). Ces additifs 

visent à obtenir des réseaux conducteurs afin de favoriser la détection électrochimique. 

L’utilisation d’autres oxydes obtenus par voie sol-gel a aussi été reportée. L’alumine 

qui présente une bonne affinité pour les substrats phénoliques, a été utilisée telle quelle  (Liu 

et al., 2000), avec un médiateur moléculaire (Liu et al. 2000) puis avec addition de carbone ( 

Zejli et al., 2008). L’oxyde de titane, qui présente des propriétés de conduction électronique, 

a aussi été largement exploré, sous forme de films obtenus par voie de solution (Zhang et 

al., 2003) puis par voie gaz (Yu et al., 2003) pour éviter la synérèse et la fissuration liées à 

l’évaporation du solvent. L’ajout de nanotubes de carbone, de Nafion et/ou de particules d’or 

pour augmenter la conductivité des matériaux a aussi été étudié (Lee et al., 2007 ; Singh et 

al., 2013). Le possible effet d’espèces interférentes sur la réponse du capteur a été 

examinée afin de déterminer son efficacité sur des systèmes réels (Kochana et al., 2008). 
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Notons enfin deux études portant sur l’utilisation du ZnO comme matrice d’immobilisation 

(Liu et al., 2005 ; Lee et al., 2011). 

Dans le cadre de notre travail, deux articles méritent plus spécifiquement d’être cités. 

Le premier concerne la détection de la dopamine en utilisant un composite associant une 

poudre de carbone, des nanoparticules de TiO2 et un tissu de pomme contenant une PPO 

(Majidi et al., 2010). C’est à notre connaissance le seul exemple dans lequel un extrait 

enzymatique, plutôt qu’une enzyme purifiée, a été utilisé en combinaison à la voie sol-gel. Le 

deuxième article important rapporte la réalisation d’une biocapteur optique basé sur 

l’immobilisation de la tyrosinase dans un matériau silice/Nafion/chitosane, en présence de 3-

methyl-2-benzothiazolinone hydrazone (MBTH) (Abdullah et al., 2006). Le MBTH a comme 

intérêt qu’il interagit avec les produits de l’oxydation des dérivés phénoliques pour donner un 

composé très coloré, ce qui augmente le seuil de détection du capteur. 

 

2.4. Des biocapteurs aux bioréacteurs 
La réaction de détection des dérivés phénoliques étant basée sur leur oxydation catalysée 

par les PPOs, il est a priori possible d’utiliser ces enzymes immobilisées comme 

bioréacteurs pour la dégradation du phénol et de ces dérivés. En fait, malgré le 

développement de techniques reposant sur l’intégration d’enzymes, et en particulier de 

laccases, dans des membranes de filtration afin d’effectuer une dégradation en flux continu 

(Chea et al., 2012), la littérature indique que  la voie cellulaire est la plus prometteuse dans 

ce domaine (Krastanov et al. 2013). Les travaux réalisés sur ce sujet au cours de cette thèse 

doivent, dans ce cadre, être considérées comme largement exploratoires et nous n’avons 

pas souhaité développer plus avant l’état de l’art dans ce domaine au cours de cette 

synthèse bibliographique, reportant le lecteur à quelques revues pour son information (Nair 

et al. 2008 ;   Basha et al. 2010 ; Al-Khalid et El-Naas, 2012 ; Mukherjee et al. 2013).  
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1. Matériels 
1.1 Matériels biologiques 
Le champignon de couche Agaricus bisporus (Lange) Imbach et la truffe Terfezia leonis sont 

utilisés comme source de la polyphénol oxydase (PPO) (Figures 15-16). Les champignons 

sont lavés à l’eau distillée pour éliminer les résidus du sol et sont séchés à température 

ambiante puis conservés à 4°C pour une utilisation ultérieure. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
1.2 Produits chimiques 
La L-tyrosine, le pyrogallol, le pyrocatechol et le tetraméthoxysilane (TMOS) sont fournis par 

Fluka. Le Ludox HS-40 est fourni par Sigma. Tous les autres produits chimiques et réactifs 

utilisés dans cette étude sont d’un grade analytique.  

 

2. Méthodes biochimiques 
2.1 Extraction et purification partielle de la PPO d’Agaricus bisporus 

L’extraction et la purification de la PPO de champignon de couche suit le protocole 

indiqué par Dawson et Magee (1955). Il comporte trois étapes principales : extraction, 

précipitation par l’acétone à 99.5 % et  précipitation par le sulfate d’ammonium (60 % de 

saturation).  

 

Etape 1. Préparation de l’extrait brut 

745.5 g de champignon frais sont lavés abondamment à l’eau distillée afin d’éliminer les 

résidus du sol, séchés à l’air libre, découpés et broyés pendant 2 min à l’aide d’un broyeur 

Figure 15: Champignon de couche  
Agaricus bisporus (Lange) Imbach. 

Figure 16 : La truffe Terfezia leonis Tul. 

 

!
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dans 1230 mL d’acétone préalablement refroidie à -15°C afin d’éliminer les phénols 

endogènes, les composés chromogènes et pour enlever l’eau (Nelson and Mason, 1970; 

Ben-Shalom et al., 1977; Vámos-Vigyázó, 1981).  

La suspension de pulpe est filtrée à travers quatre couches de gaze et est pressée 

manuellement jusqu'à l’obtention d’un résidu sec dit poudre d’acétone. La pulpe pressée, 

pesant  93.5 g est refroidie au contact avec de la glace pendant au moins 4 heures. Elle peut 

être conservée par congélation pendant plusieurs mois si désiré. La pulpe froide est ensuite 

broyée et suspendue dans environ 960 mL d’eau distillée, puis laissée une nuit à 5°C dans 

un réfrigérateur. La suspension est filtrée à travers de la gaze, et la pulpe qui se dépose sur 

le tissu est pressée à sec manuellement. 

Le filtrat obtenu (800 mL) est ensuite filtré deux fois sur le papier Whatman N°1, sous 

vide, à l’aide d’un filtre Büchner, pour pouvoir éliminer au maximum les particules solides 

restantes. Il constitue l’extrait brut. 

 

Etape 2. Fractionnement par l’acétone (99.5%) 

1200 mL d’acétone (99.5%) sont ajoutés au 800 mL d’extrait brut. Le précipité qui en résulte 

est filtré sur la célite. La célite offre quelques avantages lors de la purification de la PPO, car 

elle est susceptible de former des liaisons spécifiques avec les protéines à cuivre (Mayer et 

Harel, 1979). Le précipité et la pâte de célite sont mis en suspension et agités dans 252 mL 

d’eau distillée froide (5°C) pour redissoudre les protéines. La solution est filtrée encore une 

fois sur une autre pâte de célite. Le filtrat (224 mL) est placé dans un réfrigérateur à 5°C. 

 

Etape 3. Précipitation par le sulfate d’ammonium à 60% de saturation 

103.6 g de sulfate d’ammonium (NH4)2SO4 sont dissouts dans les 224 mL de solution froide, 

préparée dans l’étape 2 pour obtenir une solution à 60 % de saturation. Après agitation 

durant quelques mins, le mélange est filtré sur la célite. Les protéines précipitées sur la pâte 

sont lavées avec une solution froide de (NH4)2SO4 à 0.35 M. Les protéines précipitées sont 

ensuite redissoutes par agitation dans environ 100 mL d’eau distillée froide, comme dans 

l’étape 2. 

Les extraits enzymatiques ainsi obtenus sont divisés en petites parties  dans des tubes 

Eppendorf et conservés à -15°C dans un réfrigérateur. On a observé que l’activité crésolase 

diminue après le stockage prolongé des extraits enzymatiques.   

 

2.2 Extraction de la PPO de truffe de désert (Terfezia leonis Tul.) 
50 g d’épluchures de truffes de désert (Terfezia leonis Tul) frais, préalablement lavées à 

l’eau distillée et séchées à l’air libre, sont broyées pendant 5 mins dans un mixeur contenant 

100 mL tampon  phosphate de sodium à pH 5.0 (0.05 M). L’homogénat obtenu est filtré à 
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l’aide de la gaze, puis pressé manuellement jusqu’à l’obtention d’un filtrat homogène. Le 

filtrat est ensuite centrifugé à 4000 tr/min pendant 10 mins et le surnageant récupéré (80 mL) 

représente l’extrait brut de la polyphénol oxydase. 

 

2.3 Dosage des protéines par la méthode de Lowry 
Afin de pouvoir établir le tableau de purification et de déterminer le taux et le rendement de 

purification au cours des étapes d’extraction et de purification des activités enzymatiques, la 

quantité de protéines contenue dans chaque extrait enzymatique est dosée selon la méthode 

de Lowry et al. (1951). Les concentrations protéiques ont été calculées par interpolation 

linéaire, à partir d’une gamme étalon contenant de l’albumine sérique bovine (Figure 17). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

            

 

 
2.4 Mesure de l’activité PPO 
L’activité des polyphénol oxydases du champignon (Agaricus bisporus) et de truffe (Terfezia 

leonis) est mesurée à l’aide d’un spectrophotomètre (Thermo Scientific HeλlOSγ 

Spectrophotometer, England) en présence d’air en utilisant la L-tyrosine (activité cresolase) 

et, sauf quand indiqué, le pyrocatechol (activité catécholase) et en mesurant, 

respectivement, la production de la dopachrome à 475 nm (ε = 3600 M−1.cm−1) (Pérez-

Gilabert et al., 2001) et la production de l’o-benzoquinone à 410 nm (ε = 1417 M-1.cm-1) 

(Gouzi et al., 2012). 

L’activité cresolase est mesurée avec la L-tyrosine qui est l’un des substrats endogènes 

principaux des champignons (vanGelder et al., 1997). Elle est déterminée à 30°C dans le 

Figure 17: Droite d’étalonnage pour le dosage des protéines par la  méthode de Lowry et al. 

(1951). 

R2 =  0.99434825   
Y=0.12845933 X 
 



 40 

milieu réactionnel contenant 1 mL de la L-tyrosine à 1 mM dans du tampon acétate de 

sodium à 0.05 M et 20 %L de la solution enzymatique. La vitesse initiale de l’activité 

cresolase est calculée à partir de la partie linéaire de la courbe d’accumulation du produit en 

fonction du temps après la phase de latence (Figure 18).  

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

 

 

 
Figure 18: Exemple de détermination de la vitesse initiale d’oxydation de la L-tyrosine par l’extrait brut 

de la tyrosinase de Terfezia leonis (L-tyrosine à 2 mM, SDS à 4 mM, volume de l’extrait enzymatique  

20 %l, tampon acétate de sodium 0.05 M-pH 5.0, température 30°C, volume du milieu réactionnel 1.0 

mL). 

 

L’activité catécholase est mesurée avec différents substrats, comprenant la L-dopamine 

ou le pyrocatechol. Elle est mesurée à 30°C dans un milieu contenant 0.2 mL de 

pyrocatechol à 0.1 M préparé (ou  de dopamine) préparé dans l’acide ortho-phosphorique à 

0.5 mM, 0.8 mL de tampon phosphate de sodium (pH 7.0) à 0.05 M et 10 %L de la solution 

d’enzyme. L’activité catecholase ne présente aucune phase de latence et la vitesse initiale 

est calculée à partir de la partie linéaire de la courbe de l’absorbance en fonction du temps 

(Figure 19). Il a été confirmé que l’auto-oxydation du pyrocatechol ou de la dopamine 

n’interfère pas avec la mesure d’activité. 

Pour les deux activités, une unité est la quantité d’enzyme qui produit 1 %mol de 

dopachrome ou o-benzoquinone par min à 30°C. 

Pour les deux essais, la cuve de référence pour les mesures UV-visible contient tous les 

constituants sauf le substrat. Les solutions de substrat et d’enzyme sont mélangées après 

pré-incubation de 5 min à 30°C. Comme indiqué précédemment, l’extrait enzymatique est le 

constituants à ajouter le dernier dans le milieu réactionnel.  

 

! 

Abs475 nm = 0.00452"Temps (sec) -0.1844 
R2 = 0.9999 
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2.5 Etude de la stabilité de la PPO durant le stockage à -15°C 
Les extraits enzymatiques bruts de la PPO de truffe et de champignon de Paris ont été 

stockés dans un réfrigérateur à -10°C et leurs activités ont été mesurées dans les conditions 

standards pendant 45 jours de stockage.  

 

2.6 Détermination du pH optimal 
Les effets du pH sur les activités de la PPO de truffe et de champignon de Paris sont 

déterminés en utilisant la tyrosine et le pyrocatechol comme substrat. Les systèmes tampon 

appropriés (0.05 M) sont : tampon acétate de sodium (pH 3.6-5.6) et le tampon phosphate 

(pH 6.0-10) ajusté avec le NaOH ou le HCl à 0.05 M. A cause de la rapidité de l’autoxydation 

non enzymatique du substrat qui se produit à des pH élevés, la valeur limite élevée de la 

gamme de pH est fixé à pH 8.0 (Vámos-Vigyázό & Gajzago, 1978). Le pH optimal de 

l’enzyme trouvé sera utilisé dans les études ultérieures. 

 

2.7 Effet de la concentration de l’enzyme 

Figure 19: Exemple de détermination de la vitesse initiale d’oxydation du pyrocatéchol par la 

PPO (Pyrocatéchol à 20 mM, volume de l’’extrait enzymatique 5 µl (extrait brut), tampon 

phosphate de sodium 0.1 M-pH 7.0, température 30°C, volume du milieu réactionnel 2 mL).  

R2 = 0.9972 
Y= 0.012984982 X 
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L’effet de la concentration de l’enzyme sur les activités de la PPO de champignon et de truffe 

est testé dans les conditions standards utilisant différents volumes de l’extrait enzymatique. 

Les activités mesurées sont tracées en fonction du volume d’enzyme. 

 

2.8 Etude de la spécificité de substrat 
La spécificité de substrat a été déterminée par l’utilisation de cinq différents substrats 

potentiels de la PPO d’un grade commercial (L-tyrosine (475 nm), phénol (390 nm), 

pyrocatéchol (410 nm), pyrogallol (420 nm), phloroglucinol (390 nm)). Les activités mono-, 

di- et triphénol oxydase de l’extrait brut de la PPO ont été mesurées à pH 7.0 (tampon 

phosphate de sodium 0.1 M) et à 30°C. La vitesse initiale de la réaction a été mesurée à 

partir de la partie linéaire de la courbe de l’augmentation de l’absorbance en fonction du 

temps due à la formation des o-quinones à partir de chaque substrat. 

 

2.9 Détermination des paramètres cinétiques 
Dans le but de déterminer la constante de Michaelis-Menten (Km), la constante d’inhibition 

par le substrat (KS) et la vitesse maximale (Vmax), les activités des PPOs d’extraits bruts du 

champignon de Paris et de truffe seront mesurées à 30°C, en utilisant la tyrosine et le 

pyrocatechol dans 50 mM de tampon au pH optimal pour chaque substrat, à différentes 

concentrations. Les valeurs des paramètres cinétiques, Km, KS et Vmax, sont estimées par 

l’analyse de régression linéaire et non linéaire en utilisant les équations de Haldane (1930) et 

de Lineweaver-Burk (1934), respectivement. Les expressions cinétiques sont : 

 

    (Equation. 1) 

     (Equation. 2) 

 
Pour déterminer l’efficacité catalytique ou le pouvoir catalytique de l’enzyme, le rapport 

Vmax/Km a été calculé à partir des données obtenues à partir du graphique de Lineweaver-

Burk.

 

2.10 Stabilité thermique  
La stabilité thermique a été déterminée par le chauffage de 2 mL de l’extrait brut de la PPO 

de truffe ou de champignon dans des tubes en verre thermostaté dans un bain marie à 

différentes températures allant de 30 à 70°C pour une période de 10 min. Les solutions 

d’enzyme sont rapidement refroidies dans l’eau glacée, et les activités cresolase et 
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catécholase résiduelles sont mesurées et exprimées par rapport à l’activité maximale. La 

température optimale obtenue est utilisée dans les expériences suivantes. 

 

2.11 Effet du sodium dodécyl sulfate  
L’effet du SDS sur les activités crésolase et catécholase de la PPO de truffe a été étudiée en 

mesurant respectivement la vitesse initiale d’oxydation de la L-tyrosine à 1 mM et du 

pyrocatechol à 20 mM ceci pour des concentrations de SDS comprises entre 0.5 et 3.5 mM. 

Les autres conditions expérimentales sont maintenues constantes. 

 

2.12 Effet des inhibiteurs 
Pour déterminer le mécanisme d’inhibition des PPOs de truffe et du champignon de Paris 

par l’acide benzoïque, l’azide de sodium, et le fluorure de sodium, l’activité de la PPO a été 

mesurée dans le milieu réactionnel standard en absence et en présence de deux 

concentrations constantes de chaque inhibiteur et à différentes concentrations de 

pyrocatéchol. 

Les types d’inhibition ont été déterminés à partir de la représentation en double inverse de 

Lineweaver-Burk de la vitesse initiale en fonction de la concentration du substrat pour 

chaque inhibiteur (Arslan et Doğan, 2005).Les constantes d’inhibition (KI et KIS) ont été 

calculées à partir des graphes secondaires des paramètres cinétiques en fonction de la 

concentration d’inhibiteur, comme c’est décrit précédemment (Chen et al., 1998). KI et KIS 

représentent les constantes de dissociation du complexe Enzyme-Inhibiteur (EI)  et du 

complexe Enzyme-Substrat-Inhibiteur (ESI), respectivement. La constante d’inhibition KI, est 

une mesure quantitative du pouvoir inhibiteur des inhibiteurs réversibles. Par conséquent, 

dans notre étude, l’efficacité d’un inhibiteur est exprimée par le KI, qui est l’inverse de 

l’affinité de l’enzyme vis-à-vis de l’inhibiteur. 

Pour déterminer la concentration d’inhibiteur qui provoque une diminution de l’activité 

enzymatique par 50 % (IC50), l’activité de la PPO a été mesurée à 30°C et pH 7.0 (tampon 

phosphate 0.05 M), en absence et présence de différentes concentrations d’inhibiteurs pour 

une concentration constante de pyrocatéchol. Les valeurs d’IC50 ont été déterminées à partir 

de la représentation de l’activité enzymatique résiduelle en fonction de la concentration de 

l’inhibiteur (Chen et al., 1998). 

 

2.13 Etude de la stabilité thermique de la PPO 
Les activités résiduelles de la PPO (At) du champignon de Paris et de la truffe ont été 

évaluées après incubation des tubes à hémolyse de 1 mm d’épaisseur, contenant 1 mL 

d’extrait enzymatique brut pendant 10 min dans un bain marie réglé à différentes 

températures. Après chauffage, les échantillons sont refroidis rapidement dans l'eau glacée 
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et l'activité enzymatique résiduelle est mesurée dans les conditions expérimentales 

standards. 

Le pourcentage de l'activité résiduelle de la PPO est calculé par comparaison avec 

l'enzyme non traité thermiquement (Ao) (Do'an et al.,  2005) selon l’équation suivante : 

  

 

où 

Ao : est l’activité enzymatique initiale ; 

At   : est l’activité enzymatique résiduelle à l’instant t.

 

2.14 Etude cinétique et thermodynamique de l’inactivation thermique de la PPO 
Les paramètres cinétiques et thermodynamiques de l’inactivation thermique de la PPO du 

champignon de Paris (Agaricus bisporus) et de truffe de désert (Terfezia leonis) ont été 

déterminés par incubation des enzymes à différentes températures dénaturantes et mesure 

de leurs activités résiduelles à différents temps de traitement thermique. 

Les analyses des données cinétiques de l’inactivation thermique de l’enzyme peuvent être 

décrites par la réaction d’ordre un (Râpeanu et al., 2006): 

 

 
 

avec At est l’activité résiduelle de l’enzyme à l’instant t et k est la constante cinétique de la 

réaction à une température étudiée. 

Pour des facteurs extrinsèque/intrinsèques constants, dans le cas d’une réaction de 

premier ordre, la cinétique peut être décrite par l’équation suivante : 

 

 
 

La constante d’inactivation thermique k peut être estimée par l’analyse de régression linéaire 

du logarithme naturel de l’activité résiduelle en fonction du temps. 

La valeur du temps de demi-vie (t1/2) de l’activité de l’enzyme est donnée par l’expression 

suivante : 

 

 

Equation (3) 
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La valeur D est le temps (min) nécessaire pour réduire l’activité initiale à 90%. Elle est liée 

avec les valeurs de k par l’équation (7) et mathématiquement exprimée par (Espachs-

Barroso et al., 2006): 

 

 
 

La valeur ZT est la température nécessaire pour réduire la valeur D à une unité de Log 

(paramètre de sensibilité thermique) et elle est obtenue par la représentation des valeurs de 

D à l’échelle logarithmique en fonction des températures correspondantes (Stumbo, 1973). 

La loi d’Arrhenius est souvent utilisée pour décrire la dépendance thermique des valeurs 

de k, et elle est algébriquement donnée par :  

 

 
 

avec k0 est la constant d’Arrhenius, Ea est l’énergie d’activation (kJ.mol-1), R est la 

constantes universelle des gaz parfaits  (8.314 J.mol-1.K-1) et T est la température absolue. 

L’énergie d’activation peut être estimée à partir de la pente de la l’analyse de régression 

linéaire du logarithme naturel de la constante de vitesse en fonction de l’inverse de la 

température absolue. 

Les valeurs de l’énergie d’activation (Ea) et la constante d’Arrhenius (k0) permettent de 

déterminer les différents paramètres thermodynamiques (Marin et al., 2003) comme la 

variation de l’enthalpie, de l’entropie et l’énergie libre de Gibbs, (H, (S et (G, 

respectivement, selon les expressions suivantes (Galani & Owusu Apenten, 1997): 

 

 

 

 
 

 
 

Avec KB est la constant de Boltzmann (1.3806)10-23 J.K-1), hP est la constant de Planck 

(6.6262)10-34 J.s), T est la température absolue en Kelvin (K), et k la constante cinétique 

d’inactivation thermique pour chaque température (s-1). 
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2.15 Purification de la PPO de truffe de désert par la méthode partage en trois phase 
(Three-phase partitioning method) 

Dans un flacon en verre, 25 mL de t-butanol est ajouté à 25 mL de l’extrait brut de la PPO 

de truffe prealablement saturé avec du sulfate d’ammonium (30%). Le flacon est agité 

doucement pendant une min puis incuber à température ambiante pendant une heure. Après 

incubation pendant 1 heure à température ambiante le flacon est centrifugé à 2000 tr/min 

pendant 10 min. Après centrifugation on remarque l'apparition de trois phases bien 

distinctes: une couche supérieure et une phase organique (t-butanol) séparées par une 

couche intermédiaire. Cette dernière phase est la plus riche en protéines et contient la PPO. 

A l'aide d'une pipette pasteur on élimine soigneusement la phase organique et la phase 

aqueuse. La phase riche en protéine récupérée est solubilisée dans un volume de 1.5 mL de 

tampon  acétate de sodium à pH 5.0 (0.05 M). L'extrait obtenue est partagée dans des tubes 

Eppendorf qui vont être stockées à -10°C. 

 

3. Construction d’un biocapteur optique à PPO pour le dosage de la L-
dopamine 
3.1. Procédé d’encapsulation 
Un biocapteur optique à PPO de truffe immobilisée dans le gel de silice a était construit pour 

le dosage de la L-dopamine en solution. Des lames en verre de microscopie (0.5×4.5 cm) 

ont été trempées pendant une nuit dans une solution d’acide nitrique concentré puis lavées 

avec de l’éthanol, de l’acétone et enfin par de l’éthanol afin enlever les traces des 

contaminants organiques. Les lames seront ensuite lavées plusieurs fois avec de l’eau 

distillée puis séchées à l’aire libre.  

Une solution stock de sol a été préparée par mélange de Ludox HS-40 à pH 2 (HCl 0.1 M 

/Ludox HS-40 (2/1: V/V) et de tetraméthoxysilane (TEOS) préhydrolysé (1/1:V/V).  Dans une 

cuve en plastique, 1 mL de tampon tris-HCl (pH 8.6-0.05 M) contenant 2% de glycérol a été 

ajouté à 0.5 mL de la solution sol puis 1 mL d’extrait brut de la PPO de truffe a été ajouté à la 

solution. L’addition de la solution de Tris-HCl à la solution de sol augmente le pH de la 

solution au environ 7.0, créant ainsi un environnement favorable pour l’enzyme. La 

gélification de la solution se produit après 30 min approximativement.  

Une couche mince de gel de silice contenant la PPO a été déposée sur la lame de verre 

par la méthode de « dip-coating ». La lame est ensuite placée dans un tube Eppendorph et 

laissée sécher à température ambiante pendant 30 min. Après l’ajout de 50 µL de tampon 

phosphate de sodium (pH 7.0-0.05 M), les tubes Eppendorph ont été placés à 4°C pendant 

une nuit. 

 

3.2. Détermination de l’activité de la PPO immobilisée 
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Toutes les mesures d’absorbance ont été effectuées à l’aide d’un spectrophotomètre  

UV/Vis. Dans la plupart des cas, les lames contenant l’enzyme immobilisée ont été lavées 

par agitation pendant 5 min dans du tampon acétate de sodium (pH 5.6-0.05 M), ceci afin 

d’éliminer l’enzyme libre. La lame de verre couverte de la tyrosinase immobilisée dans le gel 

de silice a était immergée dans une cuve en plastique contenant 2 mM de la L-dopamine 

préparée dans du tampon acétate de sodium (pH 5.6-0.05 M).Les lectures d’absorbance ont 

été enregistrées à 475 nm chaque 30 sec pendant environ 5 min toute en maintenant le 

milieu réactionnel sous agitation. 

 

3.3. Relargage de la tyrosinase immobilisée 
Une lame de verre sur laquelle deux couches de tyrosinase immobilisée ont été déposées a 

été introduite dans une cuve en quartz sans catéchol contenant 2.45 mL de tampon 

phosphate (pH 7.0-0.05 M) et soumise à une agitation pendant 5 min. Après récupération de 

la lame, 50 µL de la L-dopamine à 0.1 M ont été ajouté pour mesurer l’activité de l’enzyme 

libre.  

 

3.4. Effet du nombre de couches de silice-PPO 
 La vitesse initiale d’oxydation de la L-dopamine à 2 mM a été mesurée à pH 5.6 (ampon 

acétate de sodium 0.05 M) et à 20°C avec des lames de verre à différents nombre de 

couches de gel de silice contenant la PPO.  

 
3.5. Effet du pH 
Des tests catalytiques ont été menés sur des lames contenant deux couches de la PPO 

encapsulée à température ambiante, en présence de la L-dopamine à 2 mM et ceci pour 

différents pH compris entre 3.6 à 9. Les systèmes tampons utilisés sont : le tampon acétate 

de sodium 0.05 M (pH 3.6-5.6) et le tampon phosphate de sodium à 0.05 M (pH 6-9). 

 
3.6. Stabilité thermique 
Des lames de verre contenant deux couches de la PPO immobilisée dans la silice sont 

incubées dans le tampon acétate de sodium (pH 5.6-0.05 M) pendant 10 min à différentes 

températures comprises entre 30°C et 65°C. L’activité résiduelle de la PPO immobilisée a 

été déterminée à 20 °C et à pH 5.6 (tampon acétate  de sodium 0.05 M), en présence de la 

L-dopamine à 2 mM. 

 

3.7. Détermination des paramètres cinétique de la PPO immobilisée 

   Pour la détermination de la constante de Michaelis-Menten (Km) et de la vitesse maximale 

(Vmax) de la PPO encapsulée dans le gel de silice, l’activité dopamine oxydase a été 
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mesurée à pH 5.6 (tampon acétate de sodium à 0.05 M) et à 20°C, pour différentes 

concentrations de la L-dopamine comprises entre 0.06 à 4.0 mM. Les valeurs apparentes de 

Vmax et Km ont été calculées à partir des représentations graphiques de Michaelis-Menten et 

Lineweaver-Burk (1934). 

 

3.7 Stabilité opérationnelle 
Dans le but de tester la réutilisation de la PPO encapsulée dans la silice, l’activité d’une lame 

contenant deux couches d’enzyme immobilisée a été mesurée 5 fois. Après chaque mesure 

de l’activité de la PPO, la lame est lavée avec du tampon phosphate (pH 5.6-0.05 M).  

 

4. Construction d’un bioréacteur à PPO pour la dégradation du phénol  
4.1. Caractérisation de l’activité phénolase de la PPO soluble 
4.1.1. Mesure de l’activité phénolase de la PPO soluble 

La cinétique de l’oxydation du phénol (concentration C = 2,5 mM) par la PPO libre a été 

effectuée dans un Erlenmeyer (réacteur batch) de 250 mL immergé dans un bain-marie réglé 

à 30°C et maintenu sous agitation manuelle en continu dont le volume réactionnel est de 30 

mL (1 mL de l’extrait brut de la PPO et 29 mL de solution de phénol). Des prélèvements de 1 

mL sont effectués chaque minute afin de suivre l’évolution de la formation de l’o-

benzoquinone suite à l’oxydation enzymatique du phénol. L’analyse se fait à l’aide d’un 

spectrophotomètre UV/Vis à une longueur d’absorption maximale de 400 nm. Un essai à 

blanc contenant seulement de la solution tampon phosphate (0.05 M-pH 6.0) et l’extrait 

enzymatique est réalisé. La vitesse initiale est estimée à partir de la partie linéaire de la 

courbe absorbance en fonction du temps. 

 

4.1.2. Etude de la stabilité à -15°C 

L’activité PPO des extraits brut de la PPO de champignon de Paris congelés à -15°C est 

déterminée chaque semaine pendant leurs stockage. Les conditions de la mesure de 

l’activité sont : pH 6 (tampon phosphate de sodium 0.05 M), 30°C, phénol à 2.5 mM. 

 

4.1.3. Effet de la concentration du phénol  

Dans les conditions standards (pH 6, tampon phosphate de sodium 0.05 M, 35°C), on 

mesure les vitesses initiales d’oxydation du phénol par la PPO libre pour des concentrations 

du phénol comprises entre 0.0625 et 10 mM. Le milieu réactionnel contient le phénol (29 mL) 

dilué dans du tampon phosphate de sodium (0.05 M) à pH 6.0 et de 1mL d’extrait 

enzymatique. Les paramètres cinétiques (Km et Vmax) ont été déterminés à partir de la 

représentation en double inverse de Lineweaver-Burk (1934). 
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4.1.4. Effet de la concentration de l’enzyme  

Dans des conditions standards (pH 6, tampon phosphate de sodium 0.05 M, 35°C, Volume 

du substrat 29 mL), on mesure la vitesse initiale d’oxydation (Δabs400 nm.min-1) du phénol à 

2.5 mM pour des volumes croissants d'extrait brut de la PPO de champignon de Paris 

compris entre 0.2 et 1 mL. 

 

4.1.5. Effet de la température  

Pour déterminer l’effet de la température sur l’activité phénolase de la PPO libre ; on mesure 

la vitesse initiale (ΔA400nm.min-1) d’oxydation du phénol à différentes températures 

comprises entre 30 et 70°C dans les conditions standards (29 mL du phénol à 2.5 mM, 

tampon phosphate de sodium à 0.05 M-pH 6.0, 1 mL d’extrait enzymatique). L’énergie 

d’activation de l’enzyme est déterminée, en portant sur un graphique la variation du 

logarithme décimal de la vitesse initiale en fonction de l’inverse de la température absolue 

dans la mesure où la température n’entraine pas la dénaturation de l’enzyme. 

 

4.1.6.Stabilité thermique 

 

Des solutions de 1.5 mL d’extrait brut de la PPO mises dans des tubes à hémolyses sont 

incubées dans un bain marie réglé à différentes températures comprises entre 30°C et 70°C 

pendant 10 mins. Les extraits enzymatiques sont ensuite transférés dans de l’eau glacée 

puis leurs activités enzymatiques résiduelles sont déterminées à pH 6.0 (tampon phosphate 

de sodium à 0.05 M) et à 30°C, en utilisant le phénol à 2.5 mM.  

 

4.1.7. Effet du pH  

L’activité de la PPO est mesurée à différents pH compris entre 4 et 8. Les systèmes 

tampons utilisés sont : acétate de sodium (0.05M) (pH 4-5.6) et phosphate de sodium 

(0.05M) (pH 6.0-8.0). Les autres conditions expérimentales sont maintenues constantes 

(30°C, 1 mL d’extrait enzymatique, phénol 2.5 mM). 

 

4.2 Caractérisation de l’activité phénolase de la PPO immobilisée 
4.2.1.Immobilisation de la PPO de champignon de Paris dans le gel d’alginate de calcium 

La PPO du champignon de Paris (Agaricus bisporus) est immobilisée par inclusion dans 

ungel d’alginate de calcium à 2.5% selon la méthode décrite par Munjal et Sawhney (2002). 

0.25 g d’alginate de sodium est dissoute dans 10 mL d’enzyme diluée 10 fois dans du 

tampon acétate de sodium (0.05 M-pH 6.0). La solution obtenue est mélangée à l’aide d'une 

spatule puis la solution d'alginate ainsi obtenue est laissée se dégazer. La solution est 

versée dans une seringue de 10 mL munie d'une aiguille et placée à 20 cm au dessus d'un 
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bécher contenant 100 mL de solution du chlorure de calcium à 0.2 M maintenu sous faible 

agitation. Une fois qu’une goutte de la solution d’alginate de sodium tombe dans la solution 

de chlorure de calcium, elle gèle formant ainsi une bille d’alginate de calcium. Les billes 

d’alginate formées sont rincées tous d’abord avec de l’eau distillée, puis avec du tampon 

acétate de sodium (0.05 M-pH 6.0) et sont mises ensuite dans une solution de CaCl2 à 0.2 M 

sous faible agitation pendant 1 heure. Les billes d’alginate sont ensuite récupérées à l’aide 

d’un filtre, lavées avec de l’eau distillée et avec du tampon acétate de sodium (0.05 M-pH 

6.0), dénombrées, puis conservées à 4°C dans une solution tampon d’acétate de sodium 

(0.05 M-pH 6.0). 

 

4.2.2. Mesure de l’activité de la PPO immobilisée 
 
La cinétique de l’oxydation du phénol à 2.5 mM par la PPO immobilisée par inclusion dans le 

gel d’alginate de calcium à 2.5% a été étudiée. Dans une Erlenemeyer (réacteur « batch ») 

de 100 mL contenant 220 billes d’alginate on ajoute 15 mL de phénol à 2.5 mM préparé dans 

du tampon acétate de sodium (0.05 M-pH 6.0). Le milieu réactionnel est agité manuellement 

en continu dans un bain-marie réglé à 30°C.  

Des prélèvements de 1 mL du milieu réactionnel sont effectués chaque 2 min afin 

d’évaluer l’augmentation de l’absorbance à 400 nm à l’aide d’un spectrophotomètre UV-

Visible. L’essai à blanc contient seulement l’enzyme. La vitesse initiale est estimée à partir 

de la partie linéaire de la courbe de l’absorbance en fonction du temps. 

 

4.2.3. Effet de la concentration en substrat  

L’activité de la PPO immobilisée dans le gel d’alginate a été mesurée à pH 6.0 (tampon 

acétate de sodium 0.05 M) et à 30°C en présence de différentes concentrations du phénol 

comprise entre 0.5 et 10 mM. Le milieu réactionnel (15 mL) contient 220 billes d’alginate de 

calcium d’un diamètre moyen de 2.6 mm. 

 

4.2.4. Effet de la concentration de l’enzyme  

La vitesse initiale de l’oxydation du phénol à 2.5 mM a été mesurée à pH 6.0 (tampon 

acétate de sodium 0.05 M) et à 30°C en présence de billes d’alginate (diamètre moyen 2.6 

mm) à différents volume croissant d’enzyme compris entre 0.25 et 2 mL/10 mL de solution 

d’alginate de calcium. 

 

4.2.5 Effet de la température  
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La vitesse initiale d’oxydation du phénol à 2.5 mM par la PPO immobilisée dans l’alginate de 

calcium diamètre moyen des billes d’alginate 2.6 mm) est mesurée à pH 6.0 (tampon acétate 

de sodium 0.05 M) à différentes températures comprises entre 30 et 70°C.  

 
4.2.6 Stabilité thermique  

La stabilité thermique de la PPO immobilisée a été étudiée par incubation de 220 billes 

d’alginate de calcium (2.5%) d’un diamètre de 2.6 mm dans des tubes à hémolyse dans un 

bain marie réglé à différentes températures comprises entre 30 et 70°C pendant 10 mins. 

Après le traitement thermique, les tubes à hémolyse sont ensuite refroidis dans un bécher 

contenant l'eau glacée et l'activité PPO résiduelle est mesurée à pH 6.0 (tampon acétate de 

sodium 0,05 M, 30°C) en présence de phénol à  2.5 mM.  

 

4.2.7. Effet du pH  

L’activité de la PPO immobilisée dans le gel d’alginate est mesurée à 30°C et à différents 

pH du milieu réactionnel compris entre 4 et 12, en présence du phénol à 2.5 mM comme 

substrat. Les systèmes tampons utilisés sont : acétate de sodium (0.05 M, pH 4-5.6) et 

phosphate de sodium (0.05 M, pH 6.0-12). Les autres conditions expérimentales sont 

maintenues constantes. 

 

4.2.8 Effet du diamètre des billes d’alginates 

La vitesse initiale d’oxydation du phénol à 2.5 mM par la PPO immobilisée a étémesurée 

avec des billes d’alginate de calcium (2.5 %) à différents diamètres compris entre 2.4 et 4 

mM. L’activité enzymatique est mesurée à pH 6.0 (tampon acétate de sodium 0.05 M) et à 

30°C. Les autres conditions expérimentales sont maintenues constantes. 

 

4.2.9. Stabilité opérationnelle 

Pour déterminer la stabilité opérationnelle de la PPO immobilisée, la vitesse initiale 

d’oxydation du phénol à 2.5 mM est déterminée après cinq cycles d’utilisation des billes 

d’alginate de calcium (diamètres moyen 2.6 mm). Après chaque cycle d’utilisation les billes 

d’alginate sont récupérées à l’aide d’un filtre, lavés à l’eau distillé puis avec le tampon 

acétate de sodium (0,05M-pH6). L’activité de la PPO immobilisée est mesurée à pH 6.0 

(tampon acétate de sodium 0.05 M) et à 35°C. L’activité des billes d’alginate fraichement 

préparées du premier cycle d’utilisation représente 100%. 

 

5. Analyse des résultats expérimentaux 
Toutes les analyses de ce travail ont été effectuées trois fois et la moyenne des résultats est 

présentée. La barre d’erreur représente l’erreur standard. L’analyse des données cinétiques 
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observées a été effectué par ajustement à l’aide de régression linéaire, et de régression non 

linéaire par l’utilisation des programmes suivants : Table Curve 2DTM (Jandel Scientific 

Windows v2.03 Copyright© 1989-1994),  et Excel® (Microsoft Excel 97-2003). Enzyme 

Kinetics ProTM Version 2.36, SigmaPlot 2004 (Windows Version 9.01) et Origin 6.0 (Microcal 

(TM) Origin Version 6.0, Copyright © 1991-1999 Microcal Software, Inc.).  
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1. Extraction et purification partielle de la PPO du champignon de Paris 

L’extraction de la polphénol oxydase (PPO) à partir du champignon de Paris, nécessite la 

préparation d’une poudre acétonique (Anderson, 1968). Cette technique classique présente 

l’avantage d’éliminer l’eau, les pigments et les phénols endogènes  solubles dans l’acétone, 

tout en conservant l’activité PPO  (Nelson et Mason, 1970; Vámos-Vigyázό, 1981 ; Mari, 

1998). La poudre d’acétone est obtenue après plusieurs lavages dans de l’acétone à 99.5%. 

C’est une matière première concentrée en protéine facile à stocker et d’une utilisation aisée 

pour l’extraction (Ben-Shalom et al., 1977 ; Mari, 1998). 

Dans l’extrait brut et partiellement purifié, nous avons constaté la présence de deux 

activités enzymatiques, crésolase et catécholase, lorsque la L-tyrosine et le pyrogallol ont 

été utilisés comme substrats. Ces deux activités enzymatiques sont portées par la même 

protéine. Elles peuvent être appelée selon les auteurs, polyphénol oxydase (PPO) ou encore 

tyrosinase (Mari, 1998 ; Palmer, 1963). Vanni et al. (1990) ont signalé, la présence de deux 

sites actifs sur la PPO du champignon pour les activités catécholase et crésolase, l’activité 

crésolase étant très faible par rapport à l’activité catécholase. Le problème majeur reste sa 

stabilité (Mari, 1998). Cette activité présente un temps de latence de quelques minutes avant 

d’atteindre la vitesse de l’état stationnaire (Nuñez-Delicado et al., 1996). Ce qui pourrait 

expliquer le peu de travaux concernant cette activité enzymatique (Espin et al., 1997). 

L’enzyme obtenue à partir du champignon de Paris sera donc une tyrosinase vraie car elle 

possède les deux activités, diphénolase et monophénolase,  activités  démontrés en 1962 

par Smith et Krueger. Il est intéressant de remarquer que d’autres préparations de la PPO 

obtenues à partir d’autres sources d’origine végétale sont dépourvues d’activité crésolase 

(Rivas et Whitaker, 1973; Vámos-Vigyázό, 1981; Mayer et Harel, 1991; Yue-Ming et al., 

1997; Eidhin et al., 2006 ; Gawlik-Dziki et al., 2007), qui est souvent perdue au cours des 

étapes de purification. Des traitements doux sont requis pour pouvoir l’extraire et la 

préserver (Espin et al., 1995). 

Le Tableau 1 présente les rendements et taux de purification au cours du procédé de 

purification partielle de l’activité PPO de 745.5 g du champignon de Paris. Ce procédé 

comprend principalement suite à l’extraction : une précipitation par l’acétone suivie d’un 

fractionnement au sulfate d’ammonium (60% de saturation). De bons résultats ont été 

obtenus en termes de rendement d’activité enzymatique et du taux de purification.L'extrait 
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obtenu après fractionnement au sulfate d’ammonium (60% de saturation), possède les 

activités catécholase et crésolase les plus élevées.  

L’extrait brut du champignon de Paris, contient une enzyme capable d’oxyder la L-tyrosine 

et le pyrogallol comme substrats. D’après Adnan et al. (1986), la précipitation par l’acétone a 

été souvent employée dans les étapes d’extraction et de purification de la PPO. L’extrait brut 

de la PPO du champignon de Paris a été soumis à une précipitation par l’acétone afin 

d’éliminer les substances pectiques provenant des tissus du champignon (Vámos-Vigyázό, 

1981). L’extrait enzymatique ainsi obtenu a subit une seconde précipitation au sulfate 

d’ammonium à 60% de saturation, afin de concentrer l’enzyme et d’éliminer l’acétone, les 

protéines inactives et les sucres de poids moléculaire élevé (Mayer et Harel, 1979 ; Loncle, 

1992 ; Xu et al., 2004). Durant ces deux étapes de purification, l’emploi de la célite comme 

support de filtration s’est avéré très utile pour récupérer l’enzyme par adsorption sélective 

(Mathew et Parpia, 1971 ; Soysal et Söylemez, 2004; Khan et al., 2006). 

   Après le fractionnement par le sulfate d’ammonium à 60% de saturation, 30% de 

l’activité enzymatique est retenue accompagnée d’une élimination de 86.3% de protéine. 

Remarquons qu’une grande partie de l’enzyme (70%) est perdue durant les étapes de sa 

purification. Ceci peut être expliqué par l’élimination de différents isoformes d'enzyme (Marri 

et al., 2003). Par comparaison avec l’extrait brut, un taux de purification d’environ 2 fois est 

obtenu pour les deux activités (Tableau 4). Dans le cas de la PPO de champignon de Paris, 

99 % de l'enzyme semble être présent à l’état de latence (Van Gelder et al., 1997). 

L’augmentation de l’activité spécifique après le fractionnement au sulfate d’ammonium à 60 

% peut donc être attribuée à l’élimination des inhibiteurs endogènes ou également à 

l’activation de l’enzyme latente par ce traitement (Golbeck et Cammarata, 1981; Sanchez-

Ferrer et al., 1989 ; Vámos-Vigyázό, 1981 ; Steffens et al., 1998). Plusieurs auteurs ont 

trouvé des taux de purification compris entre 1.44 et 8-fois  pour la PPO des différentes 

sources purifiée par fractionnement au sulfate d’ammonium (Erat et al., 2006 ; Neves et  Da 

Silva, 2007; Gawlik-Dziki et al., 2008; Gao et al., 2009 ; Jiang, 1999 ; Önez et al., 2008 ; 

Yağar, 2004 ; Sojo et al., 1998; Ziyan et Pekyardimci, 2004 ; Yağar et Sağiroğlu, 2002; 

Yemenicioğlu, 2002 ; Frieden et Ottesen, 1959; Yang et al., 2000; Cho et Ahn, 1999a; Park 

et al., 1980; Socerhall et Soderhall, 1989; Zawistowski et al., 1988; Wisemann et 

Montgomery, 1985 ; Dawson et Magee, 1955).  

Nous avons également constaté que l’activité spécifique catécholase des extraits 

enzymatiques bruts et partiellement purifiés est de loin plus élevée que l’activité spécifique 

crésolase. Constatation confirmée par, Jolivet et al. en 1998 et Zynek et al. en 2010. Le 

rapport de l’activité catécholase sur l’activité crésolase diminue au cours de la précipitation 

de la PPO par le sulfate d’ammonium. Ceci peut être dû à la conversion des formes Met- et 

Dexoy-PPO en forme Oxy-PPO (Ikehata et Nicell, 2000). D’après Vaughn et Duke (1984), la 
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PPO a normalement  un taux d’activité diphénolasique très élevé par rapport a l’activité 

monophénolasique. Selon Smith et Krueger (1962) le rapport de l’activité catécholase sur 

l’activité crésolase se situe entre 10:1 à 80:1. La valeur du rapport entre ces deux activités 

dépend d’une part de la source d’obtention de l’enzyme et de sa méthode de purification 

(Bonner, 1956; Smith et Krueger, 1962 ; Bouchilloux et al., 1963). 
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Tableau 4: Tableau récapitulatif de la purification partielle de la PPO du champignon de Paris (Agaricus bisporus    (J.E. Lange) Imbach 

(Valeurs obtenues à partir de 745.5 g de champignon de Paris). 

 

 

*1 Unité d’activité crésolase = l’augmentation d’une unité d'absorbance à 475 nm/min.ml d’enzyme. 

**1 Unité d’activité catécholase = l’augmentation d’une unité d'absorbance à 420 nm/min.ml d’enzyme. 

***La teneur en protéines a été déterminée par la méthode de Lowry et al. (1951).

Activité 
enzymatique 
totale (UE) 

Activité 
spécifique 
(UE/mg) 

Rendement (%) 
Taux de 

purification 
(n-fois) 

 
Etapes de purification 

Volume 
total 
(ml) Cre* Cat** 

Protéines 
totales 
(mg)*** Cre Cat Protéines Cre Cat Cre Cat 

Rapport 
Cat/Cre 

 

Extrait brut 800 1.40 93.4 3560 0.31 21.0 100 100 100 1 1 67 
Précipitation par l’acétone à 99.5% 224 2.04 129.7 703 0.65 41.3 19.75 40.8 38.9 2.1 1.97 63 
Précipitation  par  le sulfate d'ammonium 
à 90% de saturation 103 3.35 189.3 487 0.71 40.1 13.70 30.8 26.1 2.3 1.91 56 
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Nos activités enzymatiques catécholase et crésolase sont respectivement, 189.3 et 3.35 

UE/ml. Nous avons observés la présence d’une activité laccase négligeable. Elle représente 

à peine 0.22% de l’activité totale de la PPO. 

L’activité enzymatique totale de notre extrait brut, est plus élevée que celles mentionnées 

dans la littérature (Gawlik-Dziki et al., 2007 ; Yue-Ming et al., 1997 ; Eidhin et al., 2006; 

Hasegawa et Maier, 1980; Önez et al., 2008; Ylostalo et al., 2001; Fan and Flurkey, 2004). 

Aussi, l’activité catécholase demeure stable pendant plusieurs semaines lorsque l’extrait 

enzymatique  été    conservé à -15°C (Figure 20),  à l’inverse  de       l’activité 

crésolase. Sharma et al. (2003) ont constaté que la PPO du champignon reste stable 

pendant 28 jours lorsqu’elle est placée entre -10 et 10°C. 

 

 

Figure 20: Stabilité de l’activité catécholase de l’extrait brut de la PPO du champignon de 

Paris durant le stockage à -15°C. 
 
Le champignon de Paris peut donc être considéré comme étant une source naturelle très 

intéressante et bon marché  de la PPO  (Seo et al., 2003).  
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2 Caractérisation biochimique de la PPO du champignon de Paris 
2.1 Effet du pH  
Les valeurs de l’activité PPO mesurée aux pH supérieurs à 7 ont été corrigées à cause de 

l’autoxydation du pyrogallol en purpurogalline et du pycatéchol en o-benzoquinone qui ont 

lieu en milieu basique et en présence d’oxygène moléculaire (Palmer, 1963, Abrash et al., 

1989). 

Les Figures 21 et 22 montrent l’effet du pH sur l’activité  PPO du champignon de Paris, en 

utilisant deux substrats phénoliques (pyrocatéchol 20 mM et pyrogallol 20 mM). On 

remarque que l’activité PPO est considérablement affectée par le changement de pH du 

milieu réactionnel. L’activité o-diphénol oxydase du champignon de Paris est maximale à pH 

7 et 7.5 respectivement, pour le pyrogallol et le pyrocatéchol. De part et d’autre de ces deux 

valeurs de pH l’activité enzymatique diminue à cause du changement du degré d’ionisation 

des groupements localisés à l’intérieur ou au voisinage du site actif de l’enzyme qui sont 

impliqués dans la fixation et/ou la transformation des substrats (Khatun et al., 2001). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
Figure 21: Activité PPO du champignon de Paris vis-à-vis du pyrocatéchol comme substrat. Le milieu 

réactionnel contient 20 mM de pyrocatéchol et 5 !L de l’extrait brut de la PPO. 
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Figure 22: Activité PPO du champignon de Paris vis-à-vis du pyrogallol comme substrat. Le milieu 

réactionnel contient 20 mM de pyrogallol et 5 !L de l’extrait brut de la PPO. 

 

L’activité PPO était également optimale à pH 5.3, lorsque le pyrogallol a été utilisé comme 

substrat. Ceci est un indicateur probablement de l’existence des isoformes de la PPO dans 

l’extrait brut (Van Gelder et al., 1997). 

Selon Vámos-Vigyáz" (1981) la plupart des préparations enzymatiques ont un seul pH 

optimum. Un deuxième optimum observé dans certains cas est dû à une purification 

insuffisante de l’enzyme. Patil et Zucker (1965) suggèrent que l’activité optimale observée à 

pH 5.3 est liée à l'ionisation des résidus histidines de la PPO plutôt qu'à l'ionisation du 

substrat. D’autres chercheurs ont trouvé l’existence de deux pH optimaux pour la PPO, un 

au alentour de pH 7.0, l’autre autour du pH 5.0 (Harel el al., 1964; Stelzig et al., 1972). Le pH 

optimal de la PPO varie largement avec la source végétale mais généralement il est situé 

dans la gamme de pH 4.0-8.0 (Mayer et Harel, 1979 ; Yoruk et Marshall, 2003). Il dépend de 

la source de la PPO, de la nature du substrat phénolique utilisé, de la méthode d’extraction, 

de la température et de la méthode utilisée pour mesurer l’activité enzymatique (Whitaker, 

1994 ; Luh et Phithalopol, 1972 ; Vámos-Vigyázó, 1981 ; Kolcuo#lu et al, 2006). Le type de 

tampon et la pureté de l’enzyme affectent aussi la valeur du pH optimal (Vámos-Vigyázó, 

1981). 
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2.2 Spécificité de substrat 
Les résultats de l’étude de la spécificité de substrat de l’extrait brut de la PPO sont 

représentés dans le Tableau 4. Sur les substrats potentiels testés, seuls le pyrocatéchol et le 

pyrogallol  ont été oxydés activement par la PPO. 

Une faible activité PPO a été observée avec la L-tyrosine et le phénol. Ces résultats 

suggèrent que la PPO possède les activités mono-, di- et triphénol oxydases. L’activité 

enzymatique mesurée en présence du phloroglucinol provient de l’existence d’une laccase 

dans l’extrait brut de la PPO (Flurkey, 2002). Nous avons remarqué que l’oxydation des 

composés monophénoliques est caractérisée par une phase de latence, suivie d’une vitesse 

initiale de la réaction jusqu’à l’état stationnaire. 

 
Tableau 5: Spécificité de substrat de la PPO du champignon de Paris (Agaricus bisporus). 

 

Substrat Activité enzymatique relative au 
pyrocatéchol (%) 

Monophénols 
L-tyrosine (2 mM) 
Phénol (10 mM) 
Diphénol 
Pyrocatéchol (10 mM) 
Triphénols 
Pyrogallol (10 mM) 
Phloroglucinol (10 mM) 

 
0.7 
0.5 

 
100 

 
43.5 
0.3 

 
 
2.3 Détermination des paramètres cinétiques 

L’effet de la nature du substrat et de sa concentration sur l’o-diphénol oxydase du 

champignon de Paris a été étudié en utilisant le pyrocatéchol et le pyrogallol à des 

concentrations comprises entre 0.2 et 50 mM. Les autres paramètres physico-chimiques 

sont maintenus constants (tampon phosphate 0.05 M ; pH 7.0 ; 30°C).  

Nos résultats expérimentaux ont été ajustés à l’aide des équations de Haldane et de 

Lineweaver-Burk. D’après les valeurs du coefficient de corrélation linéaire (R2), l’oxydation 

du pyrocatéchol et du pyrogallol par la PPO du champignon de Paris suit parfaitement le 

modèle cinétique de Michaelis-Menten tenant compte du phénomène d’inhibition par excès 

de substrat. 

Sur la Figure 23 est indiquée la vitesse initiale en fonction de la concentration des deux 

substrats utilisés. On constate que l’activité o-diphénol oxydase augmente jusqu’à 10 et 20 

mM de pyrogallol et pyrocatéchol, respectivement. Au-delà de ces deux concentrations 

saturantes, on assiste à une diminution d’activité PPO. 
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Figure 23: Représentation graphique de Haldane  de l’influence de la concentration du substrat dans 

le milieu réactionnel sur l’activité o-diphénol oxydase du champignon de Paris (30°C - tampon 

phosphate pH 7.0 et 0.1 M - extrait enzymatique brut 5 µL - volume du milieu réactionnel 2.05 ml): (A) 

Pyrocatéchol, (B) Pyrogallol. 

 

La raison de cette  diminution, est liée au phénomène d'inhibition par excès de substrat 

(Mayberry et Mallette, 1962; Palmer, 1963; Duckworth et Coleman, 1970 ; Varoquaux, 1978). 

Cet effet inhibiteur est souvent attribué à une forte inhibition de l’enzyme par le produit de la 

réaction et, parfois, à la compétition entre le produit et le substrat (Palmer, 1985 ; Macrae et 
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Duggleby, 1968). L'inhibition de l’enzyme par le substrat à concentrations élevées a été 

observée pour la PPO de différentes sources végétales. Deux hypothèses sont émises : 

1- On suppose qu'à des concentrations élevées de substrat, le complexe actif enzyme-

substrat (ES) et le complexe ternaire inactif (ESS) sont formés simultanément. 

2- On suggère qu’une deuxième molécule de substrat peut se lier inefficacement près du site 

actif de l'enzyme, retardant ainsi son action catalytique (Zawistowski et al., 1991; Palmer, 

1985). 

Haldane (1930) a proposé une théorie très simple pour expliquer ce phénomène. Il 

suppose que l’enzyme possède au moins deux sites actifs successifs et voisins, ce qui 

implique le passage du substrat par au moins un état transitoire. Cette théorie a été  

soutenue par Ludwig et Nelson (1939), pour expliquer l’inactivation de l’enzyme. En 

présence d’un excès de substrat, deux molécules de pyrocatéchol ou de pyrogallol vont se 

fixer simultanément sur les deux sites actifs de l’enzyme, empêchant ainsi l’orientation 

nécessaire à la réaction catalytique (Varoquaux, 1978).L’oxygène semble jouer un rôle actif 

dans cette inhibition. Duckworth et Coleman (1970) ont démontré que l’inhibition par excès 

de pyrocatéchol, de la catécholase du champignon était d’autant plus marquée que la teneur 

en oxygène dissous dans le milieu réactionnel était faible.  

Le Tableau 6 regroupe les valeurs des paramètres cinétiques (Vmax, Km et Ks) de la 

PPO calculés à partir de la régression non linéaire de Lineweaver-Burk (1934) (Figure 24). 

Le Vmax et Km de la PPO sont respectivement 168 UE/min/ml et 0.4 mM, pour le pyrocatéchol 

et 80 UE/min/ml et 1.40 mM, pour le pyrogallol. 

 
Tableau 6: Valeurs des constantes cinétiques (Vmax, Km et Ks) apparentes et efficacité catalytique de 

substrat vis-à-vis de l’activité o-diphénol oxydase de la PPO du champignon de Paris (tampon 

phosphate 0.1 M-pH 7.0 ; 30°C). 

 

Substrat 
Longueur 

d’onde 
(nm) 

Vmax                                   
(ΔAbs/min) 

Km 
(mM) 

Ks 
(mM) 

Efficacité 
catalytique 

(Vmax/Km ; 
ΔAbs/min.mM) 

Pyrocatéchol 410 0.84 0.40 270 2.10 

Pyrogallol 420 0.40 1.40 250 0.28 

 

Il est bien connu que les valeurs de Km et Vmax de la PPO varies  avec le type de substrat, 

le tampon, la concentration ionique, la température, la source d’enzyme, le degré de pureté 

de l’enzyme et la méthode utilisée pour son extraction (Arslan et al., 1997 ; Dogan et Dogan, 
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2003; Ziyan et Pekyardimci, 2004). Dogan et al. (2005) supposent que le pH affecte aussi les 

valeurs apparentes du Km. 

La valeur de Km obtenue pour le pyrocatéchol à pH 7.0 est du même ordre de grandeur 

que celles trouvées par García-Molina et al. (2005) (0.3 mM) ; Selinheimo et al. (2009) (0.25 

mM) et Rodakiewicz-Nowak et al. (2002) (0.39 mM) avec la catécholase du champignon 

Agaricus bisporus. García-Molina et al. (2005) ont trouvé un Km de 2.16 mM pour l’o-diphénol 

oxydase du champignon Agaricus bisporus utilisant le pyrogallol comme substrat. Palma-

Orozco et al. (2011) ont trouvé un résultat analogue pour la PPO de la sapote (Pouteria 

sapota) (1.3 mM). Les autres valeurs de la constante d’affinité Km, de la PPO pour le 

pyrocatéchol rapportées par la littérature sont : 14.3 mM pour la PPO du romarin 

(Rosmarinus officinalis L.) (Aydemir, 2010), 10.7 mM pour la PPO de l’artichaut (Cynara 

scolymus L.) (Dogan et al., 2005); 5.55 mM pour la PPO de la poire (Pyrus communis) 

(Ziyan et pekyardimci, 2004), 4.5 mM pour la PPO du coing (Yağar et Sağiroğlu, 2002), 5.2 

mM pour la PPO de cerise (Malpighia glabra L.) (Kumar et al., 2008), 6.3 mM pour la PPO 

de la mangue (Mangifera indica L.)  (Wang et al., 2007), 3.65 mM pour la PPO du raisin 

(Vitis vinifera L.) (Önez et al., 2008) et 8.3 mM pour la PPO de céleri (Apium graveolens L.).  

Les valeurs de Km trouvées pour la PPO avec le pyrogallol comme substrat sont : le céleri 

4.5 mM (Yağar, 2004); le tournesol (Helianthus annuus) 1.01 à 1.96 mM (Singh et al., 1999); 

la poire (Pyrus communis) 29 mM (Ziyan et Pekyardimci, 2004), l’artichaut (Cynara scolymus 

L.) 5.2 mM (Doğan et al., 2005), et le romarin (Rosmarinus officinalis L.) 20 mM (Aydemir, 

2010). 
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Figure 24: Représentation graphique de Lineweaver-Burk (1934) de l’influence de la concentration du 

substrat dans le milieu réactionnel sur l’activité o-diphénol oxydase du champignon de Paris (30°C-

tampon phosphate pH 7.0 et 0.1 M-extrait enzymatique brut 5 µl-volume du milieu réactionnel 2.05 

ml): (A) Pyrocatéchol, (B) Pyrogallol. 

 

En termes d’efficacité catalytique ou efficacité physiologique (Vmax/Km), le pyrocatéchol 

semble être le meilleur substrat pour la PPO du champignon de Paris Agaricus bisporus, 

(Rocha et al., 1998 ; Yağar, 2004; Dagan et al., 2002 ; Dincer et al., 2002; Wang et al., 

2007). 

 

2.4 Effet de la concentration de l’enzyme 
Afin de déterminer les paramètres cinétiques de la PPO dans les conditions Michaeliennes, il 

était nécessaire de déterminer la concentration en enzyme qui permet d’obtenir une réponse 

linéaire de la vitesse initiale en fonction de la concentration de l’enzyme. Dans ces 

conditions, la vitesse de réaction dépend uniquement de la concentration en substrat. 

L’oxydation a été réalisée avec une concentration saturante en substrat, soit 20 mM de 

volume réactionnel et différents volumes d’extrait enzymatique allant de 0 à 6.5 µl par 2 ml 

de volume réactionnel. 

La Figure 25 représente l’évolution de la vitesse initiale de la réaction d’oxydation du 

pyrogallol par la PPO du champignon de Paris en fonction de la concentration de l’enzyme. 

Dans cette expérience, le volume de 5 µL d’extrait enzymatique est convenable pour que la 

cinétique soit du premier ordre et donc pour la détermination des paramètres cinétiques de la 

PPO. 
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Figure 25: Vitesse initiale de l’oxydation  du pyrogallol en fonction de la concentration de la PPO du 

champignon de Paris (Agaricus bisporus). 

 

2.5 Stabilité thermique 
Les résultats de l’étude de la stabilité thermique de la PPO du champignon de Paris, sont 

représentés dans la Figure 26. La représentation graphique de l’activité o-diphénol oxydase 

résiduelle, exprimée en pourcentage de l’activité enzymatique relative à 30°C pour les 

différentes températures testées, montre que l’enzyme n’est pas stable thermiquement à des 

températures supérieures à 35°C. De 35 à 45°C, l’activité enzymatique résiduelle diminue 

légèrement (17%). 

Une inactivation rapide se produit à entre 45 et 55°C. Cette baisse d’activité enzymatique, 

selon Khatun et al. (2001), Yemenicioğlu (2002)  et Doğan et al. (2005b) est due aux 

changements de la structure secondaire, tertiaire et quaternaire de l’enzyme, à la destruction 

de son site actif et/ou à la présence des formes multiples d'enzyme de la PPO dont certaines 

sont extrêmement thermolabiles. Il est également probable que le chauffage doux cause la 

dissociation de quelques formes oligomères de la PPO vers des monomères moins actifs 

(Yemenicioğlu, 2002). 
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Figure 26: Stabilité thermique de la PPO du champignon de Paris (Agaricus bisporus) après 30 min 

de traitement thermique. Le milieu réactionnel contient 20 mM de pyrocatéchol dans 0.1 M de tampon 

phosphate de sodium à pH 7.0. 

 

Notons aussi que la PPO est complètement inactivée à 70°C. Ces propriétés enzymatiques 

sont similaires avec ceux trouvées pour la PPO des espèces : Penaeus japonicus (Benjakul 

et al., 2005), Macrolepiota mastoidea (Kolcuoğlu et al., 2006), Musa cavendishii (Ünal, 

2007), Ocimum basilicum (Doğan et al., 2005a) et Castanea henryi (Xu t al., 2004). De façon 

générale, la PPO est considérée comme étant une enzyme non thermostable (Amiot et al., 

1987).   

  

3. Etude de l’inactivation thermique de l’activité catécholase 
3.1. Etude cinétique 
En se basant sur les résultats de l’étude de la stabilité thermique, une étude cinétique de 

l’inactivation thermique de l’activité catécholase du champignon de Paris détaillée a été 

entreprise, à pression atmosphérique dans l’intervalle des températures compris entre 45 et 

73°C.  

Après traitement thermique des extraits bruts de la PPO, l’activité enzymatique résiduelle 

a été mesurée dans les conditions optimales suivantes : pyrocatéchol 10 mM et pH 7.0  dans 

tampon phosphate de sodium 0.05 M. La figure 27 montre les résultats de l’inactivation 

thermique de la PPO du champignon de Paris. On constate que l’ampleur de la dénaturation 

de l’activité catécholase, augmente simultanément avec la température et le temps du 

traitement, et que l’activité enzymatique diminue de manière exponentielle avec le temps.  
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Selon Patnaik (2002), l'inactivation thermique de la PPO dépend non seulement de la 

température mais, dépend aussi, du temps d'incubation de l'enzyme. On remarque que 

l’incubation de l’enzyme à 45°C pendant 30 min, n’a pas causé une perte significative de son 

activité initiale. Par contre, elle augmente rapidement au-dessus de 55°C. L’activité 

enzymatique à cette température, est réduite approximativement de 40%. Au-dessus de 

60°C, l’inactivation thermique de la PPO devient trop rapide. Les temps nécessaires pour 

une inactivation de 50% de l’activité enzymatique à 60 et 65°C sont respectivement 11 et 1.1 

min. Elle  a été presque complètement inactivée après 6 min d’incubation à 70°C (0.075%).   

 
Figure 27: Effet de la température et du temps de traitement thermique sur l’extrait brut de la PPO du 
champignon de Paris (Agaricus bisporus). L’activité enzymatique résiduelle est mesurée en présence 
de pyrocatéchol   10 mM, à pH 7.0 (tampon phosphate de sodium 0.05 M) à 30°C. 

 

La figure 28 représente les courbes semi-logarithmiques de l'activité résiduelle de la PPO 

du champignon de Paris (At/A0) en fonction du temps de traitement thermique. Toutes les 

courbes sont linéaires en fonction des températures étudiées conformément au processus 

d'inactivation du premier ordre (Fortea et al., 2009). Leurs pentes représentent les 

constantes de vitesse d'inactivation (k). Elles ont été calculées à partir de l'équation de 

régression linéaire suivante, (Anthon et Barrett, 2002;  Râpeanu et al., 2006;  Samborska, 

2007): 

 

 

 
Equation (12) 
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Figure 28: Détermination des constantes de vitesse d’inactivation thermique (k) de la PPO du 

champignon de Paris à différentes températures. 

 

Pour mieux décrire les cinétiques d'inactivation thermique des réactions du premier ordre, le 

modèle TDT (Thermal Death Time concept) a été utilisé pour déterminer les valeurs D et Z 

(Van Loey et al., 1997). La valeur D est définie comme étant le temps nécessaire à une 

certaine température, pour réduire l'activité enzymatique initiale (A0) à 90% ou d’une unité 

logarithmique. Pour les réactions du premier ordre, la valeur D est inversement 

proportionnelle à la constante de vitesse d'inactivation (k). Par conséquence, le temps de 

réduction décimale D a été estimé à partir de la pente de la régression linéaire du log (At/Ao) 

en fonction du temps selon l'équation suivante (Samborska, 2007):  

 

 Equation (13) 

Z (°C) est l’augmentation de la température nécessaire pour une réduction de 90% de la 

valeur D (paramètre de sensibilité à la température). Il  suit l’équation (Gnangui et al., 2009): 

 

Equation (14) 
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T1 et T2 représentant respectivement la température la plus faible et la plus élevée, °C ou 0K. 

D1 et D2 sont les valeurs de D aux températures faible et élevée en minute. 

 

La valeur ZT  ainsi que le temps de demi-vie (t1/2) sont déterminés à partir de la régression 

linéaire du log D en fonction de la température (T). 

Les valeurs des paramètres cinétiques (k, D et t1/2) d’inactivation thermique de la PPO du 

champignon de Paris, ainsi calculés sont regroupées dans le Tableau (4). 

 
Tableau 7: Les paramètres cinétiques estimés de l’inactivation thermique de la PPO du champignon 

de Paris (Agaricus bisporus). 

 
Température (°C) D (min) k (min-1) t1/2 (min) R2 
45 
50 
55 
60 
65 
70 
73 

491.06 
195.41 
117.58 
  36.82 
    4.05 
    1.89 
    1.28 

0.004690 
0.011785 
0.019586 
0.062547 
0.568642 
1.218518 
1.799218 

147.7925 
58.816 
35.3899 
11.082 
1.2189 
0.5688 
0.3852 

0.9135 
0.8461 
0.9359 
0.9896 
0.9954 
0.9875 
0.9348 

 
 
     Le t1/2  et D sont deux paramètres importants. Ils sont souvent utilisés pour caractériser la 

stabilité d’une enzyme (Ünal et Şener, 2006 ; Marangoni, 2003). Le Tableau 7 montre que 

les valeurs D et t1/2 diminuent rapidement avec l’augmentation de la température, ce qui est 

conforme à l’inactivation thermique de l’enzyme PPO, reconnue comme une enzyme non 

thermostable.  

La comparaison avec les valeurs de D et t1/2 des PPOs obtenues à partir de quelques 

sources indique que  la PPO du champignon de Paris (Agaricus bisporus) (t1/2 = 35.39 min; 

55°C, t1/2 = 11.08 min; 60°C, t1/2 = 0.56 min; 70°C) est moins stable thermiquement que la 

PPO du Yali poire (Pyrus bretschneideri) (t1/2 = 6 min; 70°C) (Zhou et al., 1991), de la 

pomme (t1/2 = 6 min; 70°C)  (Yemenicioglu et al., 1997), de l'avocatier (Persea americana) 

(t1/2 = 8 min; 70°C)  (Kahn, 1997), du Taro (t1/2 = 26.9 min; 60°C, t1/2 = 14.3 min; 70°C) 

(Yemenicioglu et al., 1999) et de l’ananas (t1/2 = 93.66 min; 55°C, t1/2 = 79.67 min; 60°C, t1/2 = 

63.01 min; 70°C) (Chutintrasria et Noomhorm, 2006). Par contre la PPO du champignon de 

Paris est plus stable thermiquement par rapport à la PPO du raisin blanc (var. Victoria, 

l’Afrique du sud) (t1/2 = 4.43 min; 55°C, t1/2 = 1.15 min; 60°C) (Râpeanu et al., 2006). 

Le Tableau 7 montre également que les valeurs de la constante de vitesse d’inactivation 

(k) et D augmentent et diminuent respectivement avec l’augmentation de la température. 

Ceci indique clairement que la PPO s’inactive rapidement aux températures élevées (Gheibi 

et al., 2006 ; Gnangui et al., 2009). 
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La figure 29 représente le logarithme népérien de la constante de vitesse d’inactivation en 

fonction de l'inverse de la température absolue, permettant la détermination de l’énergie 

d’activation Ea par la loi d’Arrhenius. Le graphe possède un aspect linéaire (R2 = 0.9667) 

dans toute la gamme des températures explorée expérimentalement. La pente de la courbe 

vaut (-Ea/R). L'énergie d'activation de l’oxydation du catéchol par la PPO est estimée à 

208.37 kJ/mol. Elle est plus élevée que celle de la PPO du Taro (Colocasia antiquorum) 

87.78 kJ/mol (Yemenicioglu et al., 1999),  de la PPO de l’ananas (Chutintrasri et Noomhorm, 

2006) 23.70 kJ/mol ; de la PPO de Yam (Dioscorea cayenensis-rotundata cv Longbô) 

(Gnangui et al., 2009) 67.67 kJ/mol et de la PPO de banane 155 kJ/mol (Musa cavendishii) 

(Ünal et al., 2007), mais inférieure que celles  de la PPO du raisin blanc  (var. Victoria, 

l’Afrique du sud) ; 221.5 kJ/mol (Râpeanu et al., 2006), de la PPO du  raisin de table 

(Crimson Seedless) ;  295.5 kJ/mol (Fortea et al., 2009) et de la PPO de pêche; 502 kJ/mol 

(Chan et Yang, 1971).  

Les grandes valeurs d’énergie d’activation (Ea) reflètent une grande sensibilité de la PPO 

au changement de la température (Weemaes et al., 1998; Chutintrasri et Noomhorm, 2006).  

 
Figure 29: Graphique d’Arrhenius relatif à la vitesse d’inactivation thermique de la PPO de 

champignon de Paris (Agaricus bisporus). 

 

La relation entre le temps de réduction et la température est présentée dans la Figure 30. 

La pente de la courbe est représenté par -1/ZT. 

La valeur de ZT pour la PPO du champignon de Paris, 10.1°C, à 45-73°C, est dans la 

gamme des valeurs trouvées pour d’autres PPOs obtenues à partir de fruits qui sont 
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comprises entre 8.5 à 10.95°C (Ünal et al., 2007 ; Râpeanu et Bulancea, 2005 ; Ünal et 

Şener, 2006 ; Râpeanu et al, 2006 ; Strubi et al., 1975; Vàmos-Vigyázό, 1981). 

En générale, une faible valeur de ZT indique une grande sensibilité vis-à-vis de la 

température (Barrett et al., 1999). La PPO du champignon de Paris est moins thermostable, 

comparativement parlant,  aux PPOs obtenues à partir de l’ananas (ZT = 104.2 °C) 

(Chutintrasri et Noomhorm, 2006), de taro (ZT = 25.5°C) (Yemenicloğlu et al., 1999), d’haricot 

de vanille (ZT = 21 °C) (Vanilla planifolia) (Waliszewski et al., 2009), de banane (Musa 

cavendishii) (ZT = 14.2°C) (Ünal, 2007) et de Yam (ZT = 29.41 °C) (Dioscorea cayenensis-

rotundata cv Longbô) (Gnangui et al., 2009). 

 

 
Figure 30: Effet de la température sur la valeur D de l’inactivation de la PPO de champignon 

(Agaricus bisporus). 

	
  

3.2. Analyse thermodynamique 	
  
Le calcul des paramètres thermodynamiques de l’inactivation fournit des informations sur la 

stabilité thermique de l’enzyme pour chaque étape du procédé de dénaturation induit par la 

chaleur. Cela pourrait aider à détecter toute stabilisation secondaire ou des effets de 

déstabilisation qui peuvent passées inaperçu si seul le temps de demi-vie est considéré. Ces 

paramètres inclus ΔG, l’énergie libre de Gibbs, considérée comme la barrière d’énergie de 

l’inactivation de l’enzyme, ΔH, le changement d’enthalpie qui mesure le nombre de liaisons 

détruites durant l’inactivation, et ΔS, le changement d’entropie qui indique le désordre du 

système enzyme/solvant. Elles ont été calculées dans la gamme de températures de 50 à 

73°C à partir des données expérimentales en utilisant les équations (9-11). 
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Sur le tableau 8, les résultats de ΔH montrent que dans l’intervalle d’erreur de nos 

mesures, l’enthalpie est indépendante de la température. Il n’y a donc pas de changement 

dans la capacité thermique de l’enzyme. La valeur moyenne de ΔH trouvée dans cette étude 

(227 kJ/mol) est plus élevée que celles trouvées pour d’autres PPOs, tels que la PPO du 

champignon Lepista nuda (13 kJ/mol) (Colak  et al., 2007) et la PPO d’haricot de vanille (89 

kJ/mol) (Waliszewski et al., 2009). En générale, AH est considérée comme le nombre des 

liaisons non covalentes détruites pendant la formation de l’état de transition pour 

l’inactivation de l’enzyme.  Par conséquent,  plus le ΔH est élevée, plus grand est le nombre 

des liaisons non covalentes dans la molécule d’enzyme qui va être plus stable. En fait, la 

stabilité d’une protéine est le résultat d’un équilibre délicat entre les forces de stabilisation et 

de déstabilisation qui peuvent être influencés par plusieurs facteurs, par exemple le nombre 

de liaison hydrogène et les ponts disulfures, le degré de repliement, l’hydrophobicité de la 

molécule et la teneur des interactions ioniques ou autres (Bruins et al., 2001). 

 
Table 8. Les paramètres thermodynamique de l’inactivation thermique de l’extrait brut de la PPO de 

champignon de Paris (Agaricus bisporus J.E Lange Imbach) à différentes températures. 

Température (°C) ΔH (kJ/mol) ΔG (kJ/mol) ΔS (J/mol/K) 
50 227.31±5.78a 103.07±0.25 384.65±17.13 
55 227.27±5.78 102.69±0.37 379.82±16.50 
60 227.23±5.78 101.03±0.04 378.97±17.52 
65 227.19±5.78 96.72±0.11 386.00±16.76 
70 227.15±5.78 96.21±0.18 381.73±16.33 
73 227.12±5.78 95.22±0.26 381.22±17.48 

 

Nos résultats suggèrent donc que la PPO du champignon Agaricus bisporus est 

structuralement plus robuste par rapport aux autres enzymes. Cependant, Forsyth et al. 

(1999) ont soulevé des questions sur l’utilisation convenable des valeurs de ΔH seules 

comme indicateurs de la stabilité de l’enzyme (Forsyth et al., 1999). Par contre, la valeur de 

ΔG est directement liée à la stabilité d’une protéine: ΔG est élevée, plus grande est la 

stabilité de l’enzyme. Quand la température d’incubation augmente de 50 à 73°C, il y a une 

réduction significative des valeurs de ΔG pour la PPO de champignon de 103 kJ/mol à 95 

kJ/mol (Tableau 8), indiquant la déstabilisation de cette protéine suite à l’augmentation de la 

température. Toutes les valeurs ΔG sont en accord avec la valeur de 100 kJ/mol 

caractéristique de la réaction de dénaturation de protéine comme trouvé pour d’autres PPOs 

(Waliszewski et al., 2009 ; Gnangui et al., 2009).  

Puisque ΔG diminue avec l’augmentation de la température tandis que ΔH est 

globalement constante, on peut s’attendre à une contribution significative des changements 

d’entropie pour la thermodynamique du système considéré. En fait, il a été déjà démontré 
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que l’entropie d’activation a un rôle majeur dans l’inactivation thermique des protéines en 

solutions aqueuses (Bromberg et al., 2008). Comme  indiqué dans le Tableau 8, toutes les 

valeurs ΔS pour l’inactivation thermique de la PPO d’Agaricus bisporus sont positives et 

similaires (380 J/mol.K) dans le domaine de température de 50 à 73°C. Ceci suggère une 

augmentation du désordre ou de l’aspect aléatoire du système enzyme/solvant lors de la 

dénaturation. La cause la plus commune de l’inactivation thermique des enzymes est la 

perte de la conformation native (dépliement de la structure tertiaire active de la protéine en 

polypeptide désordonné), un processus appelée thermodénaturation, qui résulte de 

l’augmentation de la mobilité moléculaire aux températures élevées (Klibanov, 1983). 

Les valeurs positives de ΔS suggèrent que le dépliement de l’enzyme est l’étape limitante 

de l’inactivation thermique irréversible de la PPO native. Il est également notable que les 

valeurs de ΔS reportées pour la thermodénaturation de la PPO dans d’autres espèces sont 

généralement négatives (Waliszewski et al., 2009 ; Colak et al., 2007 ; Zynek et al., 2010). 

L’influence possible du procédé d’extraction en termes de dénaturation chimique et la 

présence d’espèces associées avec la PPO dans le système étudié ici ne peut pas être 

entièrement négligée bien que l’énergie d’activation obtenue dans ce travail est similaire à 

ceux obtenus pour la PPO extraite à partir d’Agaricus bisporus  par Zynek et al. (2010). En 

outre, notre procédé d’extraction est principalement effectué à basse température, limitant 

ainsi la possibilité de dénaturation. L’extrait aqueux de la PPO d’Agaricus bisporus étudié ici 

contient un système enzymatique structurellement robuste mais thermosensible, où la 

dénaturation thermique est principalement sous un contrôle entropique. 

 

4. Etude de l’inhibition de la PPO d’Agaricus bisporus (J.E. Lange) Imbach 
L’effet inhibiteur de l’acide benzoïque, de l’azide de sodium et du fluorure de sodium sur les 

activités diphénol et triphénol oxydases  de la PPO de champignon de couche (Agaricus 

bisporus (J.E. Lange) Imbach) est étudié en utilisant le pyrocatéchol et le pyrogallol comme 

substrats. 

Les résultats trouvés montrent que tous les inhibiteurs testés ont provoqués une 

diminution significative des activités di- et triphénol oxydases de la PPO. Les résultats 

obtenus sont rassemblés dans les tableaux 9 et 10. Les coefficients de régression linéaire 

(R2) compris entre 0.99-1.00 indique bien que les modèles choisis et décrits ci-dessous lsont 

parfaitement bien adapté aux données expérimentales  
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Tableau 9: Type d’inhibition, KI et KIS de la PPO d’Agaricus bisporus avec le pyrogallol comme substrat. 

Inhibiteur [I] 
(mM) 

KI 
(mM) 

KIS 
(mM) 

Km 
(mM) 

Vmax 
(UE/mL) 

Type 
d’inhibition R2 

 
Acide benzoïque 
 
 
 
Fluorure de sodium 
 
 
 
Azide de sodium 

0 
0.13 
0.25 

 
0 

71.30 
143.00 

 
0 

3.75 
7.50 

 
0.0498 

 
 
 

81.08 
 
 
 

3.22 

 
 
 
 
 

161.14±18
.17 

2.54 
5.89 
8.43 

 
3.49 
4.53 
5.14 

 
1.64 
3.23 
3.54 

117.08 
94.22 
81.46 

 
103.35 
72.29 
54.12 

 
122.87 
118.13 
96.06 

 
Compétitive 

 
 
 

Mixte-type I 
 
 
 

Compétitive 

0.999 
0.999 
0.998 

 
0.999 
0.999 
0.998 

 
0.999 
0.999 
0.998 
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Tableau 10: Type d’inhibition, KI, KIS et IC50 de la PPO d’Agaricus bisporus avec le pyrocatéchol comme substrat. 

 

Inhibiteur [I] 
(mM) 

KI 
(mM) 

KIS 
(mM) 

Km 
(mM) 

Vmax 
(UE/mL) 

Type 
d’inhibition R2 IC50 (mM) 

 
Acide benzoïque 
 
 
 
Fluorure de sodium 
 
 
 
Azide de sodium 
 

0 
0.05 
0.1 

 
0 

40 
100 

 
0 
1 

2.5 

 
0.046 

 
 
 

148.97 
 
 
 

1.39 

 
 
 
 
 

49.19 
 
 
 

3.12 

0.4416 
0.8675 
1.120 

 
0.5187 
0.3404 
0.2880 

 
0.4416 
0.5892 
0.6567 

24.83 
23.46 
22.09 

 
25.0703 
14.1778 

7.79 
 

24.83 
19.89 
12.49 

 
Compétitive 

 
 
 

Mixte-type II 
 
 
 

Mixte-type I 

0.999 
1.000 
1.000 

 
1.000 
0.999 
1.000 

 
0.999 
0.999 
0.998 

 
0.147 

 
 
 

123.94 
 
 
 

3.20 
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4.1. Inhibition compétitive de l’activité triphénol oxydase de la PPO du champignon de 
couche par l’acide benzoïque et l’azide de sodium 
Dans les conditions expérimentales utilisées, l’oxydation du pyrogallol par la PPO de 

champignon de couche suit une cinétique de Michaelis-Menten. Les cinétiques d’inhibitions 

de l’acide benzoïque et l’azide de sodium agissant sur l’enzyme ont été déterminées par 

l’analyse des représentations graphiques en double inverse de Lineweaver-Burk.  

Les figures 31 et 32 montrent respectivement, les graphiques de Lineweaver-Burk de 

l’enzyme en présence d’acide benzoïque et d’azide de sodium.  La représentation graphique 

de 1/Vo en fonction de 1/[S] est un ensemble de courbes droites, de pentes différentes, qui 

se croisent l’une sur l’autre sur l’axe des ordonnées. La valeur de Vmax demeure constante 

tandis que la valeur de Km augmente avec la concentration de l’inhibiteur. Ceci indique que 

l’acide benzoïque et l’azide de sodium sont considérés comme des inhibiteurs compétitifs de 

l’activité triphénolase de la PPO du champignon de couche. Ces deux inhibiteurs se fixent 

uniquement sur l'enzyme libre et non pas sur le complexe enzyme-substrat. 

 
 
Figure 31: Les graphiques de Lineweaver-Burk de l’inhibition de l’activité de la PPO de champignon 
de couche sur le pyrogallol par l’acide benzoïque. Concentrations de l’acide benzoïque sont : 0 (■), 
0.13 (▲), et 0.25 (●) mM. 
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Figure 32: Les graphiques de Lineweaver-Burk de l’inhibition de l’activité de la PPO de champignon 
de couche sur le pyrogallol par l’azide de sodium. Concentrations de l’acide benzoïque sont : 0 (■), 
3.75 (▲), et 7.5 (●) mM. 

 
La constante d’équilibre de fixation de l’inhibiteur sur l’enzyme libre, KI, est obtenue à 

partir de la représentation graphique de la constante de Michaelis-Menten apparente (Km) en 

fonction de la concentration de l’inhibiteur. Comme c’est indiqué dans le Tableau 9, les 

constantes d’inhibition (KI) pour l’acide benzoïque et l’azide de sodium, utilisant le pyrogallol 

comme substrat sont respectivement, 0.0498 et 3.22 mM. 

L’inhibition compétitive de la PPO par l’acide benzoïque et par l’azide de sodium observée 

dans notre étude est en accord avec les résultats trouvées pour d’autres PPOs obtenue s à 

partir de différentes sources (Anosike et Ayaebene, 1982; Ziyan et Pekyardimci, 2004 ; 

Doğan et al., 2005; Robert et al., 1997). Le caractère inhibiteur de l’acide benzoïque est due 

à la présence du cycle benzène au niveau de sa structure (Pifferi et al., 1974).  

Doğan et al. (2005) ont trouvé que l’azide de sodium est un inhibiteur compétitif de la 

PPO d’artichaut (Cynara scolymus L.) lorsque le pyrogallol est utilisé comme substrat. Ce 

même auteur (Doğan et al. 2007), observe une inhibition de type non compétitif pour la PPO 

de basilic (Ocimum basilicum L.) par l’azide de sodium, même en présence  du pyrogallol 

comme substrat. 

A ce jour, l’azide est toujours considéré comme étant un inhibiteur de la PPO. Ce 

comportement  est lié à son aptitude à former des complexes avec plusieurs enzymes à 

cuivre. La toxicité des métalloenzymes par l’azide de sodium, en particulier les enzymes à 

cuivre, est due principalement à sa susceptibilité de s’associe fortement au métal du site 

actif, ce qui provoque un changement du nombre de coordination et la conformation du site 

actif (Shi et al., 2002 ; Gundoğmaz et al., 2003). L’interaction entre l’azide et l’ion cuivre du 
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site actif, peut entrainer une perte de l’ion cuivre de la protéine et par conséquent 

l’inactivation de l’enzyme (Burton, 1994). 

 
4.2 Inhibition mixte-type I de l’activité triphénolase de la PPO du champignon de 
couche par le fluorure de sodium 
Le mécanisme par lequel le fluorure de sodium inhibe l’activité triphénolase de la PPO de 

champignon de couche a été déterminé. La figure 33 montre les graphiques de Lineweaver-

Burk de l’enzyme en présence de fluorure de sodium. La représentation graphique de 1/Vo 

en fonction de 1/[S], et une série de courbes droites de pentes différentes, qui se croisent 

l’une sur l’autre coté abscisses négatives et ordonnées positives, au voisinage de -0.15 et 

+0.5, avec une diminution de la valeur de Vmax et inversement, une augmentation du Km. Ces 

résultats indiquent que le fluorure de sodium est un inhibiteur mixte-type I de l’activité 

triphénol oxydase de la PPO du champignon de couche. 

 

 
Figure 33: Les graphiques de Lineweaver-Burk de l’inhibition de l’activité de la PPO de champignon 
de couche sur le pyrogallol par le fluorure de sodium. Concentrations de fluorure de sodium sont : 0 
(■), 71.3 (▲), et 143 (●) mM. 
	
  

Les constantes d’équilibre de la fixation de l’inhibiteur avec l’enzyme libre (KI), et le 

complexe enzyme-substrat  (KIS), sont obtenues respectivement à partir des représentations 

graphiques des pentes et des points d’intersection  verticaux, en fonction de la concentration 

du fluorure de sodium. Les valeurs de KI et de KIS  déterminées sont respectivement, 81.08 

et 161.14 mM. Le Tableau 9 montre que pour le fluorure de sodium, le rapport KIS/KI est 

supérieur à 1. Ceci indique que cet inhibiteur se fixe préférentiellement sur la PPO libre (Bar, 

2001). Ce comportement suggère que le fluorure de sodium peut se fixer sur l’enzyme libre 
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et sur le complexe enzyme-substrat, et que les constantes d’équilibre pour ces deux 

interactions sont différentes. Dans ce cas, l’inhibition mixte signifie que l’inhibiteur affecte 

l’affinité de l’enzyme vis-à-vis de son substrat, sans pour autant se fixer sur le site actif du 

substrat (Macrae et Duggleby, 1968). 

 

4.3. Inhibition mixte-type II de l’activité diphénolase de la PPO du champignon de 
couche par le fluorure de sodium 
Les constantes d’équilibre de fixation de l’inhibiteur sur l’enzyme libre (E), KI, et sur le 

complexe enzyme-substrat (ES), KIS, sont obtenues respectivement à partir des graphes 

secondaires de Km/Vmax et 1/Vmax apparentes  en fonction de la concentration de l’inhibiteur 

(I). La cinétique d’inhibition de l’activité diphénolase de la PPO du champignon de couche 

par le fluorure de sodium est illustrée dans la Figure 34. 

 

 
Figure 34: Les graphiques de Lineweaver-Burk de l’inhibition de l’activité de la PPO de champignon 
de couche sur le pyrocatéchol par le fluorure de sodium. Concentrations de fluorure de sodium sont : 
0 (■), 40 (▲), et 100 (●) mM. 
 

Dans les conditions expérimentales utilisées dans cette étude, la réaction d’oxydation du 

pyrocatéchol par la PPO suit une cinétique de Michaelis-Menten. Les valeurs de Km et Vmax 

diminuent simultanément avec l’augmentation de la concentration du fluorure de sodium. 

Ceci indique que l’inhibition est mixte-type II. L’effet non compétitif étant plus puissant que 

l’effet compétitif, le fluorure de sodium, inhibe plus facilement l’enzyme libre qu’il inhibe le 

complexe enzyme-substrat.  

Les constantes d’inhibition KI et KIS sont respectivement, 148.97 et 49.19 mM. La valeur 

KI grande devant celle de KIS, indique que l’affinité de l’inhibiteur est plus élevée pour le 

complexe enzyme-substrat par rapport a l’enzyme libre (Han et al., 2008). Ces résultats sont 
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regroupés dans le Tableau 10. 

En terme du mécanisme d’inhibition, les résultats suggèrent que le fluorure de sodium se 

fixe sur l’enzyme libre et aussi sur le complexe enzyme-substrat (Song et al., 2005). A partir 

de ces résultats, on peut supposer que le site de fixation du substrat de l’enzyme peut être 

occupé soit par le substrat soit par l’inhibiteur  mais on ne peut pas exclure la possibilité 

d’existence d’un site spécifique sur la PPO pour la fixation de l’inhibiteur (Walker et Wilson, 

1975). 
 

4.4. Inhibition compétitive de l’activité diphénol oxydase de la PPO de champignon de 
couche par l’acide benzoïque 
Le comportement cinétique de l’oxydation du pyrocatéchol par la PPO du champignon de 

couche est étudié. Dans les conditions de l’étude, l’oxydation du pyrocatéchol par la PPO 

suit une cinétique de Michaelis-Menten. Les études cinétiques de l’enzyme en présence de 

l’acide benzoïque sont représentées par le graphique de Lineweaver-Burk (Figure 35). 

 
Figure 35: Les graphiques de Lineweaver-Burk de l’inhibition de l’activité de la PPO de champignon 

de couche sur le pyrocatéchol par l’acide benzoïque. Concentrations de l’acide benzoique sont : 0 (■), 

0.05 (▲), et 0.1 (●) mM 
 

Les résultats indiquent que l’acide benzoïque agit en tant qu’inhibiteur compétitif de la 

PPO. L’augmentation de la concentration de l’acide benzoïque se traduit par une série de 

courbes droites de pentes différentes, ayant le même point d’intersection sur l’axe  1/Vo, à 

environ 0.05. 

La constante d’équilibre de la fixation de l’inhibiteur sur l’enzyme libre, KI, a été obtenue à 

partir de la représentation graphique de la constante de Michaelis-Menten apparente (Km), 

en fonction de la concentration de l’acide benzoïque. La valeur de la constante ainsi obtenue 
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est de 0.046 mM.  Les constantes cinétique et de l’inhibition sont indiquées dans le Tableau 

10. Nos résultats sont en accord avec ceux trouvés  par Duckworth et Coleman (1970). 

 

4.5. Inhibition mixte-type I de l’activité diphénol oxydase de la PPO du champignon de 
couche par l’azide de sodium 
Dans les conditions expérimentales utilisées dans l’étude, l’oxydation du pyrocatéchol par la 

PPO du champignon de couche suit une cinétique de Michaelis-Menten. D’après la 

représentation de Lineweaver-Burk, les droites pour l’enzyme non inhibée et pour les deux 

différentes concentrations d’azide de sodium se croisent  du coté gauche de l’axe 1/Vo et au 

dessus de l’axe 1/[S], avec une diminution de Vmax et inversement une augmentation du Km, 

indiquant que l’azide de sodium provoque une inhibition mixte-type I pour l’oxydation du 

pyrocatéchol par la PPO du champignon de couche (Figure 36). 

 
Figure 36: Les graphiques de Lineweaver-Burk de l’inhibition de l’activité de la PPO de champignon 
de couche sur le pyrocatéchol par l’azide de sodium. Concentrations de l’azide de sodium sont : 0 (■), 
1 (▲), and 2.5 (●) mM. 
 

L’inhibition mixte-type I, indique que l’azide de sodium affecte l’affinité de l’enzyme pour le 

pyrocatéchol, sans se fixer sur le site actif de l’enzyme. Dans le Tableau 10, on remarque 

que le rapport  KIS/KI est supérieur à 1 pour l’azide de sodium. Ce qui indique que l’affinité de 

ce composé pour l’enzyme libre est élevée par rapport à celle pour le complexe enzyme-

substrat. 

Doğan et al. (2007) ont observé une inhibition de type non-compétitive par l’azide de 

sodium pour la PPO du basilic (Ocimum basilicum L.) utilisant le pyrocatéchol comme 

substrat. Arslan et Doğan (2005) ont trouvé que l’azide de sodium est un inhibiteur non-

compétitif pour les PPOs obtenues à partir d’artichaut (Cynara scolymus L.) et de basilic 

(Ocimum basilicum L.) lorsque le pyrocatéchol était utilisé comme substrat. De plus, Aydemir 
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et al. (2003) ont trouvé que l’azide de sodium agit en tant qu’inhibiteur compétitif pour la PPO 

extraite à partir d’artichaut de Jérusalem (Helianthus tuberosus) lorsque le pyrocatéchol était 

utilisé comme substrat. 

 

4.6 Bilan 

Afin de comparer le pouvoir inhibiteur de ces différents agents, leurs valeurs d’IC50, définie 

comme étant la concentration d’inhibiteur qui provoque une diminution de l’activité 

enzymatique initiale à 50%, ont été déterminées dans les mêmes conditions. Les figures 37, 

38 et 39 représentent respectivement le pourcentage d’inhibition de la PPO par l’acide 

benzoïque, le fluorure de sodium et l’azide de sodium, utilisant le pyrocatéchol comme 

substrat. Les valeurs d’IC50 ainsi obtenues sont regroupées dans le Tableau 10. 

Sur les trois inhibiteurs testés, l’acide benzoïque est le plus puissant avec une IC50 de 

0.147 mM. Le second est l’azide de sodium avec une IC50 de 3.20 mM, suivie du fluorure de 

sodium avec une IC50 de 123.94 mM.  

 

 
Figure 37: Effet de la concentration de l’acide benzoïque sur la l’oxydation de pyrocatéchol par la 
PPO de champignon de couche. Les conditions d’essai : 25°C, 2.0 ml de milieu réactionnel contient 
0.1 M de tampon K2HPO4-KH2PO4 (pH 7.0), 0.4 mM de pyrocatéchol, et 10 µL de la PPO de 
champignon de couche.  
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Figure 38: Effet de la concentration du fluorure de sodium sur la l’oxydation de pyrocatéchol par la 
PPO de champignon de couche. Les conditions d’essai : 25°C, 2.0 ml de milieu réactionnel contient 
0.1 M de tampon K2HPO4-KH2PO4 (pH 7.0), 0.4 mM de pyrocatéchol, et 10 µL de la PPO de 
champignon de couche.  

 

 
Figure 39: Effet de la concentration de l’azide de sodium sur la l’oxydation de pyrocatéchol par la 
PPO de champignon de couche. Les conditions d’essai : 25°C, 2.0 ml de milieu réactionnel contient 
0.1 M de tampon K2HPO4-KH2PO4 (pH 7.0), 0.4 mM de pyrocatéchol, et 10 µL de la PPO de 
champignon de couche.  

 

Comme indiqué précédemment, le type d’inhibition et la valeur de KI dépendent de la 

structure du substrat et de l’inhibiteur (Vámos-Vigyázό, 1981). Le type d’inhibition dépend 

aussi de l’origine de la PPO étudiée (Robert et al., 1997). Par conséquent, aucune règle 

générale ne peut être  établie pour le type d’inhibition observé. 

Les valeurs de KI et KIS indiquées dans les tableaux 9 et 10 suggèrent que l’inhibiteur le 

plus efficace pour les deux activités, di- et triphénol oxydases de la PPO de champignon de 
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couche est l’acide benzoïque, à cause de sa valeur KI qui est la plus faible. Ce résultat est 

en accord avec les mesures d’IC50. Le fait qu’il soit un analogue structural des substrats de la 

PPO peut expliquer son pouvoir inhibiteur élevé. Il faut d’ailleurs noter que l’acide benzoïque 

est couramment utilisé en technologie alimentaire, et peut être utile dans la prévention du 

brunissement enzymatique des champignons comestibles (Yağar et Sağiroğlu, 2002). 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

	
  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

Chapitre 4. Extraction et caractérisation de la PPO 
de truffe de désert (Terfezia leonis Tul.) 

(1 publication internationale) 

	
  



	
  



Chapitre 4. Extraction et caractérisation de la PPO de truffe de désert 
(Terfezia leonis Tul.) 

85 

	
  

 
 
 
1. Extraction de la PPO de truffe de désert (Terfezia leonis Tul.) 
Une des caractéristiques inhabituelle et intrigante de la PPO, c’est qu’elle se trouve à l’état 

inactif ou latent dans les tissus naturels (Mayer et Harel, 1979). Dans notre travail, il est 

apparu que la PPO de truffe de désert Terfezia leonis Tul.), localisée principalement dans les 

épluchures, était presque totalement latente après une simple extraction. L’ajout de SDS au 

tampon d’extraction a permis de détecter l’augmentation de l’activité de la PPO. Par 

comparaison avec l’activité maximale obtenue après activation, on peut estimer  que seul 8% 

de l’extrait enzymatique est à l’état activé lors de l’extraction. 

Il a été rapporté que la PPO pouvait être activée par différents traitements tel que le choc 

acide ou basique, l’urée, les acides gras, les protéases et les détergents comme le SDS. Ce 

dernier agent est particulièrement intéressant parce que peu d’enzyme sont connues pour 

être activées par le SDS, alors que beaucoup d’enzyme sont inactivées par ce composé 

(Moore et Flurkey, 1990 ; Pérez-Gilabert et al., 2001). Ces auteurs suggèrent que l’activité 

mesurée en présence de SDS peut être due à l’activation de la PPO latente par changement 

de sa conformation causé par la fixation d’une petite quantité de SDS sur le site actif de 

l’enzyme. Le SDS peut ouvrir le « chapeau » qui protège le site actif de l’enzyme latente 

permettant ainsi l’accessibilité des substrats au site actif.  

L'activité crésolase de l’extrait brut de la PPO de Terfezia leonis est égale à 1.063 UI/ml, 

mesurée à pH 7.0 (tampon phosphate de sodium 0.05 M) et à 30°C en utilisant la L-tyrosine 

à 1 mM. Elle est 100 fois plus élevée que celle trouvée pour la tyrosinase des truffes noires 

((Tuber melanosporum) (Zarivi et al., 2003). 

 

2. Caractérisation de la PPO 
2.1 Effet de pH 
L’effet des variations du pH sur les activités catécholase et cresolase de l’extrait brut de la 

PPO de truffe de désert (Terfezia leonis Tul.) différent  significativement (Figure 40).  

Deux pH apparents optimaux ont été observé pour l’activité catécholase à 30°C : un à pH 

3.6 et l’autre à pH 7.0, avec une activité plus élevée à pH neutre qu’à pH acide. Au-dessous 

et au-delà du pH 7.0 l’activité diminue rapidement. A pH 5.6 et 7.6 l’enzyme perd  

respectivement environ 34.47 et 39.47% de son activité, tandis que à pH 8.0 l’activité 

diminue seulement par 64.47% et au dessous de pH 5.6, l’enzyme montre moins que 30% 

d’activité. L’activité semi-maximale observée à pH 3.6 peut être due à la présence d’une 
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laccase dans l’extrait de truffe qui peut utilisé le pyrocatechol comme substrat (Thurston, 

1994). Ce résultat peut aussi être expliqué par un effet causé par la présence deux formes 

d’isoenzyme de la PPO. 

 
 

Figure 40. Effet du pH sur les activités de la PPO de truffe Terfezia leonis Tul. (○) Activité crésolase à 
30°C,  () Activité catécholase à 30°C,  (●) Influence du pH sur la période de latence de l’activité 
crésolase. 

 

Des résultats similaires ont été déjà trouvés : pH 3.5 et 7.0 pour la PPO de champignon 

Portabella (Zhang et Flurkey, 1997), pH 7.0 pour la PPO de champignon de Paris (Gouzi et 

al., 2012), pH 7.2 pour la PPO de raisin Izmir (Vitis vinifera L.) (Önez et al., 2008), pH 5.5 et 

8.0 pour la PPO de framboise (González et al., 1999), pH 5.0 et 7.5 pour la PPO de pomme 

(Rocha et Morais, 2001), pH 4.4-7.6 et pH 4.7-7.5 pour les PPOs de deux variétés d’avocat 

(Gómez-López, 2002), pH 4.5 et 6.7 pour la PPO de safran (Saiedian et al., 2007), pH 5.5 et 

7.0 pour la PPO de banane Anamur (Ünal, 2007), pH 4.0 et 7.0 pour la PPO d’haricot vert 

(Guo et al., 2009), utilisant le pyrocatechol comme substrat. 

L’activité crésolase de la PPO de truffe possède une large gamme de pH optimal, 4.5-8.0, 

avec une diminution significative au-delà du pH 8.0 et au-dessous du pH 4.5 (Figure 40). Cet 

optimum large est une caractéristique remarquable de la PPO de Terfezia leonis puisque la 

pluppart des PPOs de différentes sources ont un domaine de pH optimal restreint. Ces 

résultats sont néanmoins en accord avec ceux trouvés par Pérez-Gilabert et al. (2001) qui 

ont reporté que l’activité crésolase de la PPO de truffe de désert Terfezia claveryi, possède 

une activité optimale à pH 4.5-5.5, lorsque la L-tyrosine est utilisée comme substrat. De plus, 
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Zhu et Zhan (2010) ont trouvé que la PPO de Trapa acornis a une activité optimale à pH 5 et 

8 avec la tyrosine comme substrat.  

Il a été reporté que les valeurs du pH optimal des activités crésolase des PPOs du 

champignon commercial (Agaricus bisporus) (McCord and Kilara, 1983) et du raisin d’Izmir 

(Vitis vinifera L.) (Önez et al., 2008)  sont respectivement 7 et 7.4 avec la tyrosine comme 

substrat. En comparaison, il semble que l’activité crésolase de la PPO de truffe de désert 

(Terfezia leonis Tul.) est plus active dans le domaine acide par rapport à son activité 

catécholase. En générale, le pH optimal de la PPO est situé entre 4 et 7, dépend de la 

source et la méthode d’extraction, de la pureté de l’enzyme, du tampon, du substrat et de la 

méthode utilisée pour mesurer l’activité enzymatique (Alyward et Haisman, 1969 ; Lourenço 

et al., 1992).Sur la base de ces résultats, nous avons choisis d’étudier l’activité crésolase à 

pH 5 et l’activité cathécholase à pH 7. 

 
 
2.2 Stabilité thermique 
Sur la figure 41, les activités crésolase et catécholase résiduelles de la PPO de truffe de 

désert (Terfezia leonis Tul.) sont représentées en fonction de la température d’inactivation 

après 10 minutes de traitement.  

 

 
 

 
Figure 41. Stabilité thermique des activités de la PPO de truffe Terfezia leonis. (○) Activité crésolase à 
pH 5,  () Activité catécholase à pH 7 
 

Les températures optimales des activités crésolase et catécholase sont respectivement 

30 et 45°C. De 30 à 40°C, l’activité catécholase résiduelle diminue légèrement (10.29%), 
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mais une inactivation rapide se produit à partir de 40°C jusqu’a 60°C. L’activité crésolase 

diminue rapidement aux températures supérieures à 55°C et elle est complètement inactivée 

à 65°C. Dix minutes de traitement à 50 et 55°C réduit les activités catécholase et crésolase 

dans l’extrait de truffe respectivement par 5.17-16.36% et 44.11-70.22%. L’activité 

catécholase est presque totalement inactivée après 10 min de traitement thermique à 60°C, 

tandis que l’activité crésolase maintient approximativement 40.37% de son activité initiale. Il 

peut être conclu que l’activité crésolase est plus thermorésistante que l’activité catécholase. 

En accord avec nos résultats, l’activité catécholase de la PPO extraite à partir de banane 

Anamur (Musa cavendishii) (Ünal, 2007), des racines du Yacon (Smallanthus sonchifolius) 

(Neves et Da Silva, 2007), du romarin (Rosmarinus officinalis L.) (Doğan et al., 2011), de 

raisin (Vitis vinifera L. cv. Sultana) (Ünal  et al., 2007), de la mangue (Mangifera indica L. cv. 

Tainong)  (Wang et al., 2007), et de la fraise (Fragaria ananassa, cv Elsanta) (Dalmadi et al., 

2006) ont été trouvées optimales à 30°C et s’inactivent au-delà de cette température, lorsque 

le pyrocatechol est utilisé comme substrat. En parallèle, McCord et Kilara (1983) et Gouzi et 

al. (2012) ont trouvé respectivement que l’activité crésolase et catécholase du champignon 

comestible Agaricus bisporus sont optimales à 45 et 35°C. 

 

2.3. Effet de la concentration de l’enzyme 
La figure 42 montre une dépendance linéaire entre la concentration de l’enzyme et la vitesse 

initiale obtenue pour l’activité crésolase. Les mêmes résultats ont été obtenus pour l’activité 

catécholase. A concentration plus  élevée en enzyme, on a observé un diminution de 

l’activité qui peut être due à l’inhibition de l’enzyme par l’accumulation des produits formés 

(Ziyan and Pekyardimci, 2003). 
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Figure 42. Effet du volume d’enzyme sur les vitesses initiale de la réaction de l’extrait brut de la PPO 
de truffe de désert (Terfezia leonis Tul.). (○) Activité crésolase,  () Activité catécholase,  (●) Influence 
du pH sur la période de latence de l’activité crésolase. 
 

La période de latence dépend inversement de la concentration de l’enzyme, ce qui est 

similaire avec les résultats trouvés pour la PPO d’autres sources (Espín et al., 1997; Sojo et 

al., 1998; Pérez-Gilabert et al., 2001; Orenes-Piñero et al., 2006). 

 

2.4 Effet de la concentration du substrat 
La constante de Michaelis-Menten (Km), la constante d’inhibition par le substrat (S) et la 

vitesse maximale de la PPO de truffe de désert (Terfezia leonis) ont été déterminé pour la L-

tyrosine et le pyrocatechol comme substrat à différentes concentrations dans les conditions 

optimales (pH et température). La courbe de la vitesse d’oxydation de la tyrosine ou du 

pyrocatechol en fonction de la concentration du substrat est hyperbolique dans la première 

partie de la courbe, suggérant que la cinétique est Michaelienne (Figures 43, 44). Ce point a 

été confirmé par la linéarité de la représentation de Lineweaver-Burk. Dans la deuxième 

partie de la courbe, l’activité enzymatique diminue pour des concentrations de tyrosine et de 

pyrocatechol supérieures à 1 et 30 mM, respectivement. Les formes de ces graphes sont 

typiques des enzymes montrant une inhibition par le substrat (Selinheimo et al., 2009; Gouzi 

et al., 2012). Ce phénomène peut être expliqué par une fixation non productive d’une 

molécule secondaire de substrat sur le site actif (Trowbridge et al., 1963). Cependant, la 

cinétique de l’oxydation de la L-tyrosine et le pyrocatechol par la PPO de truffe de désert 

obéit au modèle cinétique de Haldane. L’inhibition par le substrat a était reporté pour 

d’autres PPOs utilisant la L-tyrosine et le pyrocatechol comme substrats (Tripathi et al., 

0

50

100

150

200

250

300

0

0.5

1

1.5

2

2.5

3

3.5

0 20 40 60 80 100

Activité crésolase

Activité catécholase
Temps de latence crésolase

A
ct

iv
ité

 e
nz

ym
at

iq
ue

 (µ
M

.m
in

-1
)

Tem
ps de latence(m

in)
Volume enzyme (µL)



	
  

 

	
  

90	
  

1988; Chaya Devi et al., 1989; Paul et Gowda, 2000; Gouzi et Benmansour, 2007; Saiedian 

et al., 2007; Jaiswal et al., 2010). 

 
Figure 43. Détermination des valeurs de Vmax, Km et Ks de la PPO de truffe de désert (Terfezia leonis 
Tul.) en présence de L-Tyrosine par l’équation de Haldane.  

 

	
    
 

Figure 44. Détermination des valeurs de Vmax, Km et Ks de la PPO de truffe de désert (Terfezia leonis 
Tul.) en présence de pyrocatéchol par l’équation de Haldane.  

 

Les valeurs de Km, de KS et de Vmax de l’activité catécholase sont respectivement 2.44 

mM, Ks of 148.19 mM et 86.8 µM/min (Tableau 11). La valeur de Km de l’activité catécholase 

de la PPO de truffe de désert dans cette étude semble être similaire par rapport à celles 
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trouvées pour la PPO de champignon Portabella  (2.1 mM) (Zhang & Flurkey, 1997), de 

champignon Trichoderma reesei (2.5 mM) (Selinheimo et al., 2009), et de raisin Izmir (3.65 

mM) (Önez et al., 2008) utilisant le même substrat. Cependant, elle est inférieure à 5.2 mM 

pour la cerise (Anil Kumar et al., 2008), 6.3 mM pour la mangue (Wang et al., 2007), 10.5 de 

la graine de feverole (Paul et Gowda, 2000), 10.7 mM de l’artichaut (Doğan et al., 2005), 

14.3 mM pour le romarin (Aydemir, 2010), 20 mM pour la prune (Siddiq et al., 1992), 34 mM 

pour la pomme  (Oktay et al., 1995) et 52.6 mM pour le raisin Victoria (Râpeanu et al., 2006).  

Les valeurs de Km, Ks et Vmax apparentes de l’activité crésolase de la PPO de Terfezia 

leonis sont respectivement 0.1368 mM, 10.3 mM and 50.41 µM for L-tyrosine. La valeur de 

Km trouvé pour la L-tyrosine (0.1368 mM) dans le cas de la PPO de Terfezia leonis est plus 

faible par rapport à celles trouvées pour les PPOs des autres champignons :  0.2, 0.29, 0.42, 

1.98, 2 et 2.7 mM  dans le cas du champignon comestible (Agaricus bisporus) (Selinheimo et 

al., 2009), de Tuber melanosporum (Zarivi et al., 2003), Tuber magnatum (Miranda et al., 

1996), betterave à sucre (Beta vulgaris) (Gandía-Herrero et al., 2005), avocat (Kahn and 

Pomerantz, 1980), de Tuber brumale (Miranda et al., 1992), respectivement. D’autre part, 

elle est relativement similaire par rapport à celle de Tuber excavatum (0.11 mM) (Miranda et 

al., 1996). 

 
Tableau 11 : Comparaison entre l’efficacité catalytique de l’activité catécholase et crésolase  de la 
PPO de Terfézia leonis. 

 

Substrat Vmax                                   
(µM/min) 

Km 
(mM) 

 

KS 

(mM) 

Vmax/Km  
(µM/min.mM) 

Pyrocatéchol 108.37 2.44 148.19 44.41 

L-Tyrosine 59.07 0.1368 10.3 431.79 

 

 

Le critère du choix du meilleur substrat est le rapport Vmax/Km élevé (Neves et da Silva, 

2007). A partir de la valeur apparente Vmax/Km, la L-tyrosine est le meilleur substrat pour la 

PPO de Terfezia leonis avec une valeur de 431.79 µM/min/mM et 44.41 µM/min/mM pour le 

pyrocatechol. Il semblerait que la présence d’un groupement amine permette au substrat de 

se fixer plus fortement à l’enzyme (Muller et al., 1996). 
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2.4 Spécificité de substrat  
Dans la littérature il existe plusieurs composés phénoliques utilisés comme substrat de la 

PPO (Dogan et Dogan, 2004). Dans notre étude nous avons sélectionné les substrats les 

plus fréquemment utilisés : la L-tyrosine, le phénol, le pyrocatéchol, le 4-méthylcatéchol, le 

resorcinol, l’hydroquinone, le phloroglucinol, le pyrogallol et l’acide gallique. Les résultats de 

la spécificité du substrat sont regroupés dans le Tableau 12. 

La PPO de Terfezia leonis  est capable de catalyser les monohydroxy-, dihydroxy-, et les 

trihydroxyphénols comme substrats avec des degrés variables d’utilisation. On constate que 

le nombre des groupements hydroxyle ainsi que leur position au niveau du cycle benzène du 

substrat affectent l'activité de la PPO (Ziyan et Pekyardimci, 2003).L'activité enzymatique la 

plus élevée a été détectée en présence du catéchol (100%) suivi du pyrogallol (82.65 %), de 

la L-tyrosine (1.44%) et du phénol (0.077%). Une activité enzymatique plus faible a été 

mesurée en présence du phloroglucinol (0.042%).  

 

 
Tableau 12: Spécificité de substrat de l’extrait brut de la PPO de truffe de désert (Terfezia leonis). 

Substrat Concentration 
(mM) 

Longueur  d'onde 
(nm) 

Activité relative au 
pyrocatéchol (%) 

Monophénols                        
L-tyrosine 
Phénol 
 
Diphénols 
Catéchol 
 
Triphénols   
Phloroglucinol 
Pyrogallol 

 
1 
0.5 

 
 

10 
 
 

10 
20 

 
475 
395 

 
 

410 
 
 

340 
420 

 
1.440 
0.077 

 
 

100  
 
 
0.042 
82.65 

 

 

Ces résultats suggèrent que la PPO de Terfezia leonis possède les activités 

monophénolase, diphénolase et triphénolase ; et par conséquent elle sera classée comme 

une monophénol monooxygénase, ou par son nom classique la tyrosinase (Wichers et al ., 

1984 ; Zhang et al.,1999).  

Les PPOs de quelques basidiomycètes, par exemple d’Amanita muscaria (Muller et al., 

1996), du champignon de Paris (Agaricus bisporus) (Gouzi et Benmansour, 2007; Zhang et 

Flurkey, 1997) peuvent catalyser l'hydroxylation des monophénols et l'oxydation de o-

diphénols. Les résultats de la littérature indiquent que les PPOs de la plupart des végétaux 

sont spécifiques pour les substrats ortho-diphénoliques (Ziyan et Pekyardimci., 2004). La 



!

 

!

%)!

PPO du champignon de Paris est connue pour montrer aussi une large spécificité de 

substrat (Sugumaran et al ., 1987). 

 

2.5 Effet de la concentration de SDS 
L’effet de la concentration du SDS sur les activités crésolase et catécholase de l’extrait brut 

de la PPO de truffe de désert à était étudié. 

D’après la Figure 45, on remarque qu’en absence de SDS, les activités crésolase et 

catécholase sont négligeables et que l’augmentation de la concentration de ce détergent 

anionique dans le milieu réactionnel cause une augmentation significative de ces activités 

d’une manière sigmoïdale. Ce comportement a également été observé par plusieurs 

chercheurs (Espin et Wichers, 1999; Pérez-Gilabert et al.,2001 ; Gandia-Herrero et al., 

2005 ; Wettenberg et Triplett, 1985).  

 

 

 
 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Nos résultats montrent que l’activité crésolase est plus sensible à la variation de la 

concentration du SDS dans le milieu par rapport à l’activité catécholase. Pour une 

concentration de SDS à 1 mM, les activités catécholase et crésolase augmentent à 5 et 

15%, par rapport à leurs activités mesurées en absence de détergent. Pour des 

Figure 45. Effet de l’addition du SDS sur (") l’activité cresolase et (!) l’activité catécholase 
pour la PPO de Terfezia leonis Tul. PPO. 
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concentrations supérieures à 2 et 2.5 mM, les activités crésolase et catécholase de la PPO 

atteignent une valeur maximale et constante. 

Plusieurs chercheurs ont observé que le SDS agit comme activateur de la PPO obtenue à 

partir de différentes sources par exemple : le haricot (Moore et Flurkey, 1990), le betterave 

(Escribano et al., 1997), la poire (Laveda et al., 2000) et le champignon de Paris (Whisher et 

Espin, 2001).  Le mécanisme par lequel le SDS active la tyrosinase reste obscur. Plusieurs 

mécanismes ont été proposés qui suggèrent que le changement de conformation de 

l’enzyme suite au déploiement partielle de la structure quaternaire de l’enzyme est à l’origine 

de l’activation de la tyrosinase par le SDS (Gandia-Herrero et al., 2005 ; Sugumaran et 

Nellaiappan, 1991 ; Moore et Flurkey, 1990 ; Cong et al., 2009; Karbassi et al., 2003; Espın 

et al, 2002; Kanade et al., 2006). 

 
 
 
 
3. Etude de l’inactivation thermique de la PPO de truffe de desert (Terfezia 
leonis Tul.) 
3.1. Etude cinétique 
En se basant sur les résultats de la stabilité thermique, des études cinétiques détaillées de 

l’inactivation isothermique des activités crécolase et catécholase de l’extrait brut de la PPO 

de truffe de désert (Terfezia leonis Tul.) ont été effectuées à pression atmosphérique dans la 

gamme de température comprise entre 45 et 65°C à différent temps de traitement et leurs 

propriétés thermodynamiques ont été déterminées. Les courbes semi logarithmiques des 

activités crésolase et catécholase résiduelles en fonction du temps de traitement thermique 

sont linéaires dans toutes les températures étudiées (Figure 46), ce qui est conforme avec 

l’inactivation par un processus du premier ordre. L’extrapolation des courbes sur un point 

commun indique qu’il s’agit d’une inactivation d’une seule isoenzyme dans chaque cas. Ce 

résultats sont en accord avec ceux obtenu pour d’autres PPOs de raisin de table (Fortea et 

al., 2009), des racines de Yacon (Neves et da Silva, 2007), de poire (Halim et Montgomery, 

1978), de la mangue (Park et al., 1980), d’haricot de vanille (Waliszewski et al., 2009), de 

champignon comestible (McCord et Kilara, 1983; Zynek et al., 2010; Gouzi et al., 2012) et 

d’ananas (Chutintrasri et Noomhorm, 2006), mais différent de ceux obtenus pour la pomme 

de terre et de carotte  (Anthon et Barrett, 2002). 
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Figure 46: Effet de la température et du temps de traitement thermique sur l’extrait brut de la PPO de 
T leonis. L’activité enzymatique résiduelle est mesurée en présence de (A) L-tyrosine et (B) 
pyrocatéchol   

 

L’ampleur de dénaturation de la PPO augmente avec la température et le temps de 

traitement (Patnaik, 2002). La diminution du pourcentage de l’activité résiduelle à des 

températures élevées est très probablement due dépliement de la structure tertiaire de 

l’enzyme pour former une structure secondaire. L’activité résiduelle faible de la PPO de truffe 

de désert est de 39.78% pour l’activité crésolase et 9.60% pour l’activité catécholase, à 55°C 

après 20 minutes de traitement thermique. De plus, les activités crésolase et catécholase 

résiduelles sont respectivement seulement 21.61 et 5.16% à 65°C après 2 minutes de 

chauffage, tandis que l’activité de la PPO garde 8.04% de son activité crésolase initiale 

après 3 minutes d’incubation à 65°C, ainsi son activité catécholase est complètement 
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inactivée. Par rapport à d’autres études la PPO d’ananas traitée à 55, 60 et 65°C est 

relativement thermostable et retient jusqu’à 59.6% de l’activité catécholase après 20 minutes 

de chauffage (Chutintrasri et Noomhorm, 2006). L’activité de la PPO de Yam comestible 

diminue au-dessous de 50% après un traitement thermique à 55°C de 20 minutes (Gnangui 

et al., 2009). 

Les constantes de vitesse d’inactivation thermique (k) des activités catécholase et 

crésolase de Terfezia leonis ont été déterminées par l’analyse de régression linéaire de la 

pente de la courbe linéaire du log% de l’activité résiduelle en fonction du temps d’incubation 

(min). Comme indiqué dans le Tableau 13, l’activité crésolase est inactivée progressivement  

à des températures supérieures à 40°C avec des valeurs de k de 2.49×10-3 min-1 et une 

vitesse d’inactivation rapide se produit ensuite pour atteindre 337.55×10-3 min-1 at 65°C. Une 

constante de vitesse élevée signifie que l’enzyme est moins thermostable (Marangoni, 

2003). A partir du Tableau 13, il est clair que l’activité catécholase est moins thermostable 

par rapport à l’activité crésolase, qui commence à se dénaturer rapidement a des 

températures dépassant 40°C, après quoi, la vitesse d’inactivation atteint 938.2×10-3 min-1 at 

65°C. 

L’augmentation de la température de 45 à 65°C résulte en une diminution des valeurs de 

t1/2 et de D (Tableau 13). Les valeurs de D et t1/2 de l’activité catécholase (t1/2 = 0.74 min, D = 

2.45 min; 65°C) montrent qu’elle est moins thermostable par rapport à la plupart des PPOs 

de la littérature. Dans le cas de l’activité crésolase de la PPO de truffe les valeurs de D et t1/2 

obtenues à 55 et 60°C sont respectivement 124.39-32.32 min et 37.45-9.73 min, et sont 

donc plus élevées que celles de l’activité crésolase de la PPO du champignon comestible 

(Agaricus bisporus) PPO (t1/2 = 12.91 min, D = 42.90 min; 55°C; t1/2 = 5.16 min, D = 17.13 

min; 60°C) (McCord & Kilara, 1983). Par conséquent, la PPO de truffe de désert est plus 

thermostable par rapport à l’activité crésolase de la PPO du champignon. 

Les logarithmes naturels des valeurs de k pour chaque température-temps de traitement 

représenté en fonction de l’inverse des températures de chauffage sont indiqués dans la 

figure 47.  Les valeurs Ea calculées à partir de la pente des courbe linéaires des activités 

crésolase et catécholase de la PPO de truffe de désert sont respectivement 217.41 et 

190.73 kJ/mol. Ce résultat montre que la catécholase a une grande sensibilité au 

changement de la température comparée avec l’activité crésolase  (Onsa et al., 2011).  

A partir de 45 à 65°C, Ea pour l’inactivation thermique de l’activité catécholase de la PPO 

de truffe de désert est élevée par rapport à celles trouvées pour les les PPOs de plantain  

(18 kJ/mol; Ngalani et al., 1993), d’ananas (23.70 kJ/mol; Chutintrasri and Noomhorm, 

2006), le marula (37.9 kJ/mol; Mdluli, 2005), le raisin Izmir (Vitis vinifera L.) (51.83 kJ/mol; 

Önez et al., 2008); le yam comestible (67.67 kJ/mol ; Gnangui et al., 2009), l’haricot de 
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vanille (92.1 kJ/mol; Waliszewski et al., 2009), les racines de yacon (93.69 kJ/mol; Neves 

and da Silva, 2007) et de banane Anamur (155 kJ/mol; Ünal, 2007). Cependant, la valeur est 

faible par rapport à celles reportées pour les  PPOs obtenues à partir de champignon 

commestible (Agaricus bisporus) (230 kJ/mol, Gouzi et al., 2012), de raisin Victoria (225 

kJ/mol; Râpeanu et al., 2006), de raisin Emir (251 kJ/mol; Ünal and Şener, 2006), de raisin 

de table (295.5 kJ/mol; Fortea et al., 2009), d’avocat (Persea americana Mill.) (363.54 

kJ/mol; Weemaes et al., 1998) et de la pêche (502 kJ/mol; Dimick et al., 1951). Des valeurs 

comparables, 208.5 et 219, kJ/mol, sont observées pour l’activité catécholase des PPOs 

extraites respectivement à partir de raisins Sultaniye (Ünal et al., 2007) et Dechaunac (Lee 

et al., 1983). 
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Tableau 15.  Les résultats de la cinétique d’inactivation thermique des activité crésolase et catécholase de l’extrait brut de la PPO de truffe de désert 
(Terfezia leonis Tul.). 

 

Activité crésolase Activité catecholase  Température 
(°C) D (min) k (min-1) t1/2 (min) R2 D (min) k (min-1) t1/2 (min) R2 
45 923.88±6.05 0.0024923500 278.11 0.8685 200.24 0.01146 60.27823 0.9662 
50 346.63 0.0066488000 104.35 0.9454 32.8678 0.07010 9.8942 0.9148 
55 124.396 0.0185360000 37.45 0.9073 17.5142 0.13151 5.272301 0.9323 
60 32.327 0.0713550000 9.73 0.9876 5.1813 0.4444 1.559744 0.9419 
65 6.822 0.3375500000 2.05 0.9813 2.4541 0.9382 0.7387 0.9336 

 Ea = 217.418 kJ/mol 
(R2 =0.9851) 

ZT = 9.45°C 
(R2 = 0.9891) 

Ea = 190.737 kJ/mol 
(R2 = 0.9755) 

ZT = 10.81°C 
(R2 = 0.9715) 
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.  
Figure 47: Graphique d’Arrhenius relatif à la vitesse d’inactivation thermique de la PPO de la truffe du 
désert (○) Activité crésolase,  (●) Activité catécholase  
 

Ea pour l’activité crésolase est plus élevée que celle trouvée par McCord & Kilara (1983) 

pour la PPO du champignon de Paris (Agaricus bisporus) (173.05 kJ/mol), mais étroitement 

similaire par rapport à celle trouvé pour la PPO de la même source (193.2 kJ/mol; Zynek et 

al., 2010). 

La figure 48 représente la relation entre le temps de réduction decimale et la température, 

où la pente de la courbe représente -1/ZT. La valeur ZT estimée pour les activités crésolase 

et catécholase de l’extrait brut de la PPO de truffe de désert sont respectivement 9.45°C et 

10.81°C, en accord avec la majorité des données de la littérature. 

 
Figure 48: Variation du temps de réduction décimal avec la température pour la PPO de la truffe du 
désert (○) Activité crésolase,  (●) Activité catécholas 
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Par exemple, Vámos-Vigyázó and Haard (1981) ont signalé que les valeurs de ZT de la PPO 

de plusieurs fruits sont comprises entre 8.5 et 10.1°C. Quelques chercheurs ont trouvé des 

valeurs elevées de ZT pour l’inactivation de la PPO isolée à partir de différents aliments. 

Ainsi, Ünal (2007), Waliszewski et al. (2009), Gnangui et al. (2009) et Chutintrasri et 

Noomhorm (2006) ont trouvés respectivement les valeurs ZT de 14.2, 21, 29.41 et 104.2°C 

pour la PPO de banane, d’haricot de vanille, de yam comestible et d’ananas. 

 

3.2. Analyse thermodynamique  
Dans toutes les températures testées, la valeur moyenne de ΔG pour les activités crésolase 

et catécholase de la PPO de truffe de désert (Terfezia leonis) est presque similaire à une 

valeur de  101.86 et 97.13 kJ/mol, respectivement (Table 16). Toutes les valeurs de ΔG dans 

le Tableau 16 sont en accord avec la valeur constante relative de 100 kJ/mol caractéristique 

de la réaction de dénaturation d’une protéine (Busto et al., 1999; Yun et al., 2007). La valeur 

ΔG est directement liée à la stabilité de la protéine: une ΔG élevée indique une stabilité 

élevée de l’enzyme (Longo & Combes, 1999). Cependant, il peut être conclu que l’activité 

crésolase de la PPO de truffe est plus thermostable par rapport à l’activité catécholase. 

Les changements d’enthalpie (ΔH) et d’entropie (ΔS) des activités crésolase et 

catécholase de la PPO de truffe ont été calculées et les résultats sont présentés dans le 

Tableau 16. Les valeurs moyennes de ΔH de l’inactivation thermique de la PPO de truffe 

sont 214.69 kJ/mol pour la crésolase et 188.01 kJ/mol pour la catécholase. Ces résultats 

suggèrent que la PPO de Terfezia leonis a une activité monophénolase plus thermostable 

par rapport à l’activité diphénolase, apparemment en raison de la valeur élevée de ΔH pour 

l’inactivation (Gnangui et al., 2009). La valeur de ΔH value trouvée dans cette étude est 

beaucoup pour élevée par rapport à celles reportées par Colak et al. (2007) pour la PPO des 

champignons comestibles, Lepista nuda (13 kJ/mol), Hypholoma fasciculare (36 kJ/mol)  et 

Armillaria mellea (64 kJ/mol), par Duangmal et Owusu Apenten (1999) pour la PPO de 

pomme de terre (98.02 kJ/mol), par Waliszewski et al. (2009) pour la PPO d’haricot de 

vanille (89.24 kJ/mol) et par Mdluli (2005) pour la PPO de marula (35.79 kJ/mol). La valeur  

ΔS trouvée dans cette étude pour l’activité catécholase est élevée par rapport à celles 

trouvées pour les isoenzymes de la PPO du sagoutier (Metroxylon sagu) (137.71-222.87 

J/mol.K ; Onsa et al., 2011), mais inferieure par à celle de la PPO du champignon de Paris 

(Agaricus bisporus) (382.06 J/mol.K; Gouzi et al., 2012). 
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Tableau 16. Les paramètres thermodynamique de l’inactivation thermique des activité créolase et catécholase de la PPO de truffe de desert 
(Terfezia leonis Tul.) à différentes températures. 
	
  

Activité crésolase Activité catécholase Température 
(°C) ΔH (kJ/mol) ΔG (kJ/mol) ΔS (J/mol/K) ΔH (kJ/mol) ΔG (kJ/mol) ΔS 

(J/mol/K) 
45 214.774±1.527 104.725±0.017 346.068±4.748 188.093±1.105 100.690±0.031 274.85±3.37 
50 214.733±1.527 103.780±0.115 343.508±4.372 188.051±1.105 97.454±0.089 280.48±3.14 
55 214.691±1.527 102.633±0.144 341.642±4.216 188.010±1.105 97.288±0.059 276.59±3.55 
60 214.650±1.527 100.508±0.166 342.768±5.085 187.968±1.105 95.441±0.007 277.85±3.34 
65 214.608±1.527 97.689±0.041 345.913±4.395 187.926±1.105 94.816±0.00063 275.47±3.27 

 
aMoyenne (n = 3)±Ecart type. 



Chapitre 4. Extraction et caractérisation de la PPO de truffe de désert 
(Terfezia leonis Tul.) 

102 

	
  

Les grandes valeurs de ΔH et ΔS observées pour l’activité crésolase peuvent être 

expliquées par l’existence possible d’un complexe relativement hautement structuré entre 

l’enzyme et d’autres molécules de l’extrait comme reporté par Laidler et Peterman (1979). 

Un tel complexe est susceptible de protéger l’enzyme contre l’inactivation thermique. Des 

observations similaires ont été rapportées pour la PPO de taro (Duangmal et al. 1999).  

	
  

4. Etude de l’inhibition de la PPO de truffe de désert  
L’effet inhibiteur de l’acide benzoïque, de l’azide de sodium et du fluorure de sodium sur les 

activités diphénol et triphénol oxydases  de la PPO de la truffe du désert Terfezia leonis est 

étudié en utilisant le pyrocatéchol comme substrat. 

Les résultats trouvés montrent que tous les inhibiteurs testés ont provoqués une 

diminution significative des activités di- et triphénol oxydases de la PPO. Les résultats 

obtenus sont rassemblés dans les tableaux 9 et 10. Les coefficients de régression linéaire 

(R2) compris entre 0.91-0.99 indique bien que les modèles choisis et décrits ci-dessous sont 

plutôt bien adaptés aux données expérimentales  

 

4.1. Inhibition non-compétitive de la PPO des truffes par l’azide de sodium 
Le mécanisme par lequel l’azide de sodium inhibe l’activité catécholase de la PPO de 

Terfezia leonis a été déterminé. La figure 49 montre les graphiques de Lineweaver-Burk de 

l’enzyme en présence de l’azide de sodium. La représentation graphique de 1/Vo en fonction 

de 1/[S], et une série de courbes parallèles, avec une diminution de la valeur de Vmax et 

pareillement, une diminution du Km. Ces résultats indiquent que l’azide de sodium est un 

inhibiteur  non compétitif de l’activité diphénol oxydase de la PPO des truffes lorsque le 

catéchol est utilisé comme substrat.  

La constante d’équilibre de la fixation de l’inhibiteur avec le complexe enzyme-substrat 

(KIS), est obtenue à partir des représentations graphiques des points d’intersection  

verticaux, en fonction de la concentration de l’azide de sodium. La valeur de KIS ainsi 

déterminée est de 3.3792 mM (Tableau 19).  

Erat et al. (2010) ont observé pour l’azide de sodium est un inhibiteur de type compétitif 

de la PPO  de blé, alors que Aydemir et Akkanli (2006) et Tülin (2004) ont trouvé que 

l’inhibition est de type non compétitif pour la PPO  de céleri  (Apium graveolens L.) et 

d’artichaut (Cynara scolymus L.), en utilisant le catéchol comme substrat. 
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Tableau 17: Type d’inhibition, KI, KIS et IC50 de la PPO de Terfezia leonis avec le pyrocatéchol comme substrat. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Inhibiteur 
[I] 

(mM) 
KI 

(mM) 
KIS 

(mM) 
KIS/KI 

Km 
(mM) 

Vmax 
(Abs/min) 

Type d’inhibition R2 

 
 
Fluorure de sodium 
 
 
 
Acide benzoïque 
 
 
 
Azide de sodium 

 
0 
75 
100 
 
0 
10 
15 
 
0 
2 
5 

 
 
1.47 
 
 
 
3.54 
 
 
 
 

 
 
1.86 
 
 
 
 
 
 
 
3.3792 

 
 
1.26 
 
 

 
2.58 
2.82 
2.94 
 
3.207 
12.25 
16.78 
 
2.7359 
1.7187 
1.1033 

 
0.2422 
0.1576 
0.1168 

 
 

0.2177 
 

 
0.2453 
0.1541 

0.09894 

 
 
Mixte-type I 
 
 
 
Compétitive  
 
 
 
Incompétitive 

 
 
0.957 
 
 
 
0.954 
 
 
 
0.949 
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Figure 49: Les graphiques de Lineweaver-Burk de l’inhibition de l’activité de la PPO de la truffe du 
désert sur le pyrocatéchol par l’azide de sodium. Concentrations de l’azide de sodium sont : 0 (●), 2 
(○) et 5 mM (▲). 
 

 
4.2. Inhibition compétitive de la PPO des truffes par l’acide benzoïque 
Dans les conditions expérimentales utilisées, l’oxydation du catéchol par la PPO de truffes, 

suit une cinétique de Michaelis-Menten. La cinétique d’inhibition de l’acide benzoïque 

agissant sur l’enzyme a été déterminée par l’analyse des représentations graphiques en 

double inverse de Lineweaver-Burk.  

La figure 50 montre le graphique de Lineweaver-Burk de l’enzyme en présence d’acide 

benzoïque.  La représentation graphique de 1/Vo en fonction de 1/[S] est un ensemble de 

courbes droites, de pentes différentes, et qui se croisent sur l’axe des ordonnées. La valeur 

de Vmax demeure constante tandis que la valeur de Km augmente avec l’augmentation de la 

concentration de l’inhibiteur. Ceci indique que l’acide benzoïque est considéré comme 

inhibiteur compétitif de l’activité catécholase de la PPO de truffe. Ceci est en accord avec le 

fait que l’acide benzoïque, tout comme l’acide ascorbique, se fixe uniquement sur l'enzyme 

libre et non pas sur le complexe enzyme-substrat. 
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Figure 50: Les graphiques de Lineweaver-Burk de l’inhibition de l’activité de la PPO de la truffe du 
désert sur le pyrocatéchol par l’acide benzoïque. Concentrations de l’acide benzoïque sont : 0 (●), 10 
(○) et 15 mM (▲). 
 

La constante d’équilibre de fixation de l’inhibiteur sur l’enzyme libre, KI, est obtenue à 

partir de la représentation graphique de la constante de Michaelis-Menten apparente (Km) 

en fonction de la concentration de l’inhibiteur. Comme c’est indiqué dans le Tableau 17, la 

constante d’inhibition (KI) pour l’acide benzoïque, en utilisant le catéchol comme substrat, est 

3.54 mM. 

L’inhibition compétitive de la PPO par l’acide benzoïque observée dans notre étude, est 

en accord avec les résultats trouvés pour la PPO de champignons par Harry et al., (1970) et 

pour d’autres PPOs obtenues à partir de différentes sources (Anosike et Ayaebene, 1982; 

Ziyan et Pekyardimce, 2004 ; Dogan et al., 2005; Robert et al., 1997). Le caractère inhibiteur 

de l’acide benzoïque est due à la présence du cycle benzène au niveau de sa structure 

(Pifferri et al., 1974).  

 

4.3 Inhibition mixte-type I de la PPO des truffes par le fluorure de sodium 
Le  type d'inhibition de l’activité catécholase de la PPO de truffe de désert par le fluorure de 

sodium a été déterminé à partir de la représentation en double inverse de Lineweaver-Burk 

et les résultats obtenus sont représentés sur la figure 51. 

D’après ces représentations, les droites pour l’enzyme non inhibée et pour les deux 

différentes concentrations de fluorure de sodium se croisent  du coté gauche de l’axe 1/Vo et 

au dessus de l’axe 1/[S], avec une diminution de Vmax et inversement une augmentation du 
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Km, indiquant que le fluorure de sodium provoque une inhibition mixte-type I pour l’oxydation 

du catéchol par la PPO de truffe. Par comparaison, le fluorure de sodium a un effet inhibiteur 

de type compétitif sur la PPO des pommes (Janovitz-Klapp et al., 1990) et un effet mixte 

type-II sur la PPO de champignon (Gouzi et al., 2010). 

 

 
 

 
Figure 51: Les graphiques de Lineweaver-Burk de l’inhibition de l’activité de la PPO de la truffe du 
désert sur le pyrocatéchol par le fluorure de sodium. Concentrations de fluorure de sodium sont : 0 
(●), 75 (○) et 100 mM (▲). 
 

 

4.4. Détermination des valeurs d’IC50 
L’effet de différentes concentrations de l’acide benzoïque, du fluorure de sodium, de l’azide 

de sodium sur l’oxydation du catéchol par l’extrait brut de la PPO de truffe (Terfezia leonis 

Tul.) a été étudié. Chacun de ces inhibiteurs montre un effet inhibiteur concentration-

dépendant sur l’activité diphénol oxydase. 

Les figures 52, 53 et 54 représentent respectivement le pourcentage d’inhibition de la 

PPO par  l’acide benzoïque, l’azide de sodium et le fluorure de sodium. L’activité 

catécholase diminue significativement avec l’augmentation de la concentration d’inhibiteur. 

Afin de comparer entre le pouvoir des différents inhibiteurs (Neeley et al., 2009), leurs 

valeurs d’IC50, définie comme étant la concentration d’inhibiteur qui provoque une diminution 

de l’activité enzymatique initiale à 50%, ont été déterminées dans les mêmes conditions.  
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Figure 52: Effet de la concentration de l’acide benzoïque sur la l’oxydation de pyrocatéchol par la 
PPO de Terfezia leonis.  

 

 
 

Figure 53: Effet de la concentration de l’azide de sodium sur la l’oxydation de pyrocatéchol par la 
PPO de Terfezia leonis.  
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Figure 54: Effet de la concentration du fluorure de sodium sur la l’oxydation de pyrocatéchol par la 
PPO de Terfezia leonis.  
 

Les résultats obtenus montre que l’azide de sodium est le plus puissant (IC50 = 3.11 mM), 

suivi par l’acide benzoïque (IC50 = 8.2 mM). Par contre, le fluorure de sodium (IC50 = 94.45 

mM) est l’inhibiteur le plus faible. Il est intéressant de constater que le pouvoir des inhibiteurs 

utilisés sur l’activité catécholase de la PPO de truffes décroit selon le même ordre que pour 

l’extrait de champignon de couche étudié dans le chapitre précédent (Tableau 18). Il faut 

néanmoins noter que l’ IC50 pour l’acide benzoïque est très différent pour les deux systèmes. 

L’extrait de truffe étant moins purifié, on peut s’attendre à ce qu’il soit mieux protégé contre 

les inhibiteurs  

 
Tableau 18: Les valeurs d’IC50 déterminées pour l’inhibition de l’activité catécholase des PPOs avec 

le pyrocatéchol comme substrat. 

Inhibiteurs Sources IC50 
(mM) 

Acide benzoïque 
Truffe (Terfezia leonis) 
Champignon de Paris (Agaricus bisporus) 

8.2 
0.147 

Azide de sodium Truffe (Terfezia leonis) 
Champignon de Paris (Agaricus bisporus) 

3.11 
3.20 

Fluorure de sodium Truffe (Terfezia leonis) 
Champignon de Paris (Agaricus bisporus) 

94.45 
123.94 
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Tableau 19: Tableau récapitulatif de la purification partielle de la PPO de truffe (Terfezia leonis Tul.) par la méthode ‘’Three phases partitioning’’. 

	
  

 

Cre : Crésolase, Cat : Catécholase 

Activité 
enzymatique 

(UI/ml) 

Activité 
spécifique 
(UE/mg) 

Rendement (%) 
Taux de 

purification 
(n-fois) 

 

Etapes de purification 

Volume 
total 
(ml) 

Cre Cat 

Protéines 
(mg/ml) 

Cre Cat Cre Cat Cre Cat 

Rapport 
Cat/Cre 

 

Extrait brut 25 0.733 0.944 2.86 0.256 0.330 100 100 1 1 1.29 

Three Phase Partitioning 1.98 4.04 19.14 11.98 0.337 1.597 43.60 160.55 1.31 4.84 4.73 
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5.  Purification de la PPO de truffe de désert par la méthode de partage en trois 
phase « Three phases partitioning method » 
A la fin de notre étude, nous avons cherché à purifier l’extrait de truffe du désert contenant la 

PPO. La méthode basée sur le partage en trois phases avec le t-butanol comme solvant 

organique (Dennison et Lovrien, 1997) s’est avérée rapide, très simple et  efficace. Cette 

technique nous a permis d’obtenir un extrait riche en PPO qui oxyde la L-tyrosine et le 

pyrocatechol.  
Les activités crésolase et catécholase sont respectivement, 1.058 et 8.76 UI/mL (Tableau 

19). La méthode de « Three Phase Partitioning » résulte d’une augmentation de l’activité 

spécifique avec un taux de purification de 4.84-fois et d’un rendement global d’activité de 

160.55%. L’augmentation de l’activité PPO totale après Three Phase Partitioning peut être 

attribuée à l’élimination de quelques composés de poids moléculaire faible tels que les 

lipides, les composés phénoliques et les détergents par le t-butanol (Dennison et Lovrein, 

1997). Plusieurs auteurs ont obtenu des taux de purification de la PPO extraite à partir de 

différentes sources végétales compris entre 4.84 à 8-fois par cette méthode. Par exemple, 

Busra Ozer et al. (2010) ont pu purifier 8.6-fois l’extrait brut de la PPO obtenu à partir de la 

tomate (Lycopersicon esculentum).	
   

 

6. Bilan 
En comparant les deux extraits que nous avons étudiés dans ce travail, et en nous focalisant 

sur l’activité catécholase en présence de pyrocatéchol (Tableau 20), nous pouvons constater 

qu’ils varient significativement en terme d’activité spécifique et de (Km,KS). Ceci est avant 

tout du à la différence en terme de purification des systèmes et il sera donc intéressant, dans 

la suite de ce travail, d’étudier l’extrait purifié présenté ci-dessus. On peut néanmoins noter 

que cette différence n’a pas un effet notable sur le comportement thermique des activités 

enzymatiques.  
Tableau 20 : comparaison des données obtenues pour l’activité catécholase dans les deux extraits 
étudiés en présence de catéchol. 

	
   Agaricus	
  bisporus	
   Terfezia	
  leonis	
  
Protéine	
  totale	
  (mg.mL-­‐1)	
   4.8	
   2.9	
  
Activité	
  spécifique	
  (UE.mg-­‐1)	
   40.1	
   0.33	
  
pH	
  optimal	
   7	
   7	
  
Km	
  (mM)	
   0.4	
   2.4	
  
KS	
  (mM)	
   270	
   150	
  
ZT	
  (°C)	
   10.1	
   10.8	
  
Ea	
  (kJ.mol-­‐1)	
   210	
   190	
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L’un des objectifs initiaux de ce travail de thèse était l’immobilisation d’extraits de PPOs par 

voie sol-gel pour réaliser des biocapteurs. Ce projet se basait sur l’idée que l’utilisation d’un 

extrait, plutôt qu’une protéine purifiée, permettait de diminuer les coûts des dispositifs. De 

plus, on pouvait espérer que la présence d’autres molécules dans l’extrait puisse participer à 

la stabilisation de l’enzyme une fois confinée dans un support solide. Malheureusement, pour 

des raisons administratives, cette partie de la thèse n’a pu progresser aussi vite que nous le 

souhaitions. Nous avons donc aussi exploré la possibilité de réaliser des bioréacteurs en 

utilisant des matrices d’immobilisation à base de biopolymères. 

 

1. Développement d’un biocapteur optique à PPO de truffe pour le dosage de la 

dopamine 
1.1. Point de départ 

Si la technologie de bio-immobilisation de biomolécules par voie sol-gel a été développée 

depuis plusieurs années, un certain nombre d’enjeux subsiste (Avnir et al., 2006). En 

particulier, la mise au point de films minces de silice qui soient stables en solution est rendue 

complexe par le fait que le procédé de déposition à partir de précurseurs en solution mène à 

des réseaux peu condensés. Pour d’autres applications, il est possible d’appliquer un 

traitement chimique ou thermique pour améliorer la stabilité des films, ou de procéder par 

voie gaz. Néanmoins, en présence d’espèces biologiques, et en particulier de cellules, les 

conditions opératoires adéquates sont beaucoup plus restreintes. 

Notre équipe a récemment mis au point un procédé de dépôt couche par couche de 

films de silice par une voie aqueuse, compatible avec la survie de bactéries mais qui s’est 

avérée très sensible aux conditions de stockage (Depagne et al., 2012). Des essais pour 

utiliser ces dépôts pour l’immobilisation d’enzymes et d’anticorps a montré d’une part que le 

procédé était très dépendant de l’espèce encapsulée et d’autre part que l’ajout d’un additif, 

tel le glycérol, permettait de limiter la fuite des espèces hors du film, probablement en  

bouchant les pores du réseau (Moreau et al., 2013). Le lecteur pourra se reporter à cette 

publication en ce qui concerne la caractérisation des films de silice. 

Le travail présenté ici s’est effectué en parallèle de ces développements et n’a pu 

donc profiter des optimisations réalisées au cours du temps. Néanmoins, comme nous allons 

le voir, les résultats obtenus confirment les tendances identifiées par T. Moreau. En ce qui 

concerne le choix de l’extrait encapsulé, et dans la mesure où nous recherchions le système 

le moins purifié possible, nous nous sommes orienté vers l’extrait de truffe du désert. Ce 
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système présente aussi l’avantage d’avoir un pH d’activité optimum en milieu légèrement 

acide, et donc dans des conditions plus favorables à la stabilité de la silice (dont la solubilité 

augmente avec le pH au-delà de pH 3-4). En ce qui concerne le substrat, nous nous 

sommes intéressés à la dopamine, un neuro-transmetteur, dont la détection via l’activité des 

PPOs a déjà été proposée (Njagi et al. 2010 ; Park et al. 2010). 

 

1.2.Etudes préliminaires 

Il était important, dans un premier temps, d’étudier le comportement de l’extrait de PPO en 

présence de la dopamine. Il nous a aussi semblé intéressant de comparer ces données à 

celles obtenues pour une tyrosinase commerciale. Comme le montre la figure 55, l’extrait de 

truffe présente à nouveau un maximum d’activité autour de pH 5. Il est d’ailleurs plus marqué 

que celui observé en présence de tyrosine. Par comparaison, la tyrosine commerciale 

montre une activité maximale en conditions de pH neutre. 

 
Figure 55 : Influence du pH sur l’activité d’oxydation de la dopamine pour l’extrait de truffe du désert 

et une tyrosinase commerciale 

 

La stabilité thermique de ces deux systèmes a aussi été étudiée après 10 minutes, montrant 

une légère amélioration de préservation d’activité entre 40°C et 55°C au sein de l’extrait 

(Figure 56). 
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Figure 56 : Influence de la température sur l’activité d’oxydation de la dopamine pour l’extrait de 

truffe du désert et une tyrosinase commerciale 

 

Enfin, les paramètres cinétiques de l’activité enzymatique ont été déterminés. Comme le 

montre la figure 57, l’activité enzymatique augmente avec la concentration en dopamine 

jusqu’à environ 7.5 mM-10 mM, puis diminue. Ce phénomène déjà observé pour les PPOs 

de champignon et de truffe dans les chapitres précédents, indique une inhibition « suicide » 

par excès de substrat ou de produit. 

 

 
 
Figure 57 : Influence de la concentration en dopamine sur l’activité d’oxydation de l’extrait de truffe du 

désert et une tyrosinase commerciale. 
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Les valeurs de Km obtenues après linéarisation sont 0.5 ± 0.1 mM   and 0.9 ± 0.1 mM l’extrait 

de PPO et la tyrosinase commerciale. 

 

1.3. Mise en place du procédé 

L’encapsulation de l’extrait de truffe dans les films de silice a ensuite été  étudiée. Nous 

avons tout d’abord vérifié que la PPO immobilisée dans les films de silice conservait son 

activité enzymatique.  La figure 58 montre une cinétique d’oxydation de la dopamine par la 

PPO de Terfezia leonis immobilisée par encapsulation deux couches de silice.   

 
Figure 58 : Suivi de l’activité enzymatique en présence de L-dopamine () de l’extrait de truffe du 

désert immobilisé dans deux couches de silice, () du surnageant du film et () du film de silice seul.  

 

Ce résultat indique que la quantité d’enzyme relarguée après formation du film est 

négligeable et que le gel de silice ne contribue pas de façon significative à l’oxydation de la 

dopamine.   

 Des essais ont aussi été réalisés pour immobiliser la tyrosinase commerciale dans 

les films de silice mais les données obtenues n’étaient pas satisfaisantes. Une première 

raison peut être que cette enzyme purifiée n’est accompagnée d’aucune autre molécule qui 

pourrait ralentir son relargage. Une autre possibilité est que, dans ce cas, la mesure est 

effectuée à pH 7 qui est l’optimum d’activité pour cette enzyme mais qui correspond aussi à 

un domaine de moindre stabilité de la silice. Sur cette base, la suite de l’étude a été 

effectuée uniquement sur l’extrait de truffe. 

 Nous avons aussi cherché à déterminer le nombre de couches de silice contenant 

des enzymes qui pouvaient être déposées. Comme le montre la figure 59, la vitesse initiale 

d’oxydation augmente de façon linéaire avec le nombre de dépôts. Néanmoins, nous avons 

constaté que la reproductibilité de nos mesures était aussi fortement affectée par la 
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superposition des films. Pour cette raison, la suite de l’étude a été effectuée sur deux 

couches uniquement. 

 
Figure 59 : Effet du nombre de couches de silice contenant l’extrait de PPO sur la vitesse initiale 

d’oxydation de la dopamine à pH 5.  

 

1.4. Effet de l’immobilisation sur l’activité enzymatique de l’extrait de truffe 

L’effet du pH sur la vitesse initiale d’oxydation de la L-dopamine à 2 mM par la PPO de truffe 

de désert immobilisée dans le gel de silice a été étudié. Les résultats indiqués dans la figure 

60 montrent que l’activité de la PPO immobilisée dans la silice est optimale dans une large 

gamme de pH compris entre 5.6 à 7. La figure 60 montre une augmentation de l’activité 

entre 30°C et 50°C environ. 

 
Figure 60 : Effet du pH et de la température sur l’activité d’oxydation de la dopamine par l’extrait de 

truffe immobilisé dans deux couches de silice 
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Enfin, les paramètres cinétiques de l’enzyme immobilisée ont été étudiés. La figure 61 

montre que le phénomène d’inhibition suicide a lieu à une concentration inférieure à 

l’enzyme libre (4 mM). La valeur de Km calculée est de 0.2 mM ± 0.1 mM, et donc peu 

différente de celle de l’extrait en solution 

 
Figure 61 : Influence de la concentration en dopamine sur l’activité d’oxydation de l’extrait de truffe du 
désert immobilisé 

 

L’ensemble des données obtenues est en bon accord avec la littérature. D’une part, 

l’augmentation de la gamme de stabilité de pH de l’enzyme a été attribuée au rôle de tampon 

joué par les groupements silanols de la surface du gel de silice (Frenkel-Mullerad and Avnir, 

2005). D’autre part, l’augmentation de la stabilité thermique est liée au confinement de 

l’enzyme qui limite ses possibilités de dépliements pour cause de gêne stérique (Livage et al. 

2001). 

Néanmoins, un autre phénomène semble intervenir ici, comme le démontre 

l’augmentation de l’activité avec la température. Cet effet a déjà été observé avec des PPOs 

en solution et avec d’autres enzymes immobilisées. Il a été suggéré que l’enzyme existe 

sous une forme inactive (latente) et une forme active, l’équilibre entre les deux étant régulé 

par la température. Il faut se rappeler que dans notre extrait l’enzyme est sous forme inactive 

et qu’elle ne présente une activité qu’en présence d’un agent d’activation, le SDS. Il est donc 

possible de suggérer que la température favorise l’action du SDS sur l’accessibilité du site 

actif de l’enzyme. Cet effet pourrait aussi être favorisé par le confinement du système 

enzyme+SDS au sein du gel. Notablement, le confinement pourrait aussi expliquer que des 

valeurs inférieures de dopamine sont suffisantes pour observer l’inhibition suicide. 
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1.5 Performances du biocapteur 

Le premier paramètre à étudier pour évaluer les performances de notre système en tant que 

biocapteur est le domaine de linéarité de la détection. La figure 62 montre qu’une réponse 

optique fiable et linéaire est obtenue pour des concentrations en dopamine entre  0.1 mM et 

1.5 mM  

 
Figure 62 : Réponse optique en fonction de la quantité de dopamine pour l’extrait PPO de la truffe du 

désert immobilisée dans deux couches de silice 

 

Nos résultats sont en accord avec ceux trouvés par d’autres chercheurs. Le biocapteur 

optique à base de d’homogénat de coing développé par Sezgintürk et ces collaborateurs 

(2010) permet également de détecter des concentrations de dopamine comprises entre 5 à 

200 µM. De plus Fiorentino et al. (2010) ont développé un biocapteur optique à plusieurs 

couches de PPO de champignon Agaricus bisporus immobilisée dans un polymère 

cationique (poly(dimethyldiallylammonium chloride)) pour le dosage de la L-dopamine. Ce 

biocapteur permet de détecter des concentrations de dopamine comprises entre 23 et 350 

µM.	
  	
  

La réutilisation de l’enzyme immobilisée est aussi l’un des plus importants facteurs 

influençant son utilisation (Kocaturk et Yagar, 2010). La figure 63 montre les résultats de 

l’utilisation répétée en mode discontinu du biocapteur en présence d’une solution de 

dopamine à 2 mM. Une diminution significative de la réponse du biocapteur a été constatée 

pendant son second cycle d’utilisation. Seulement 40% de l’activité de la PPO immobilisée 

est retenue par rapport à son activité initiale après 3 cycles de réutilisation. Cette diminution 

de l’activité enzymatique peut être expliquée par l’inactivation irréversible de la PPO par l’o-

benzoquinone ou bien par la dopamine (Dietler et Lerch, 1982 ; Kocaturk et Yagar, 2010 ). 
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Figure 63 : Evolution de l’activité enzymatique de l’extrait encapsulé au cours des cycles de 

réutilisations 

 

1.6. Bilan 

Ces résultats démontrent que l’extrait de truffe contenant de la PPO est une source 

intéressante pour la réalisation d’un biocapteur pour la détection de dopamine. En particulier, 

le fait qu’il fonctionne de façon optimal à pH 5 lui permet d’être plus adapté que l’enzyme 

commercial à son immobilisation dans des films de silice. 

 

2. Développement d’un bioréacteur à PPO de champignon de couche pour la 

dégradation du phénol  
2.1 Détermination des paramètres cinétiques de la PPO libre et immobilisée  

Les paramètres cinétiques (Vmax et  Km) de l’oxydation du phénol par l’extrait d’Agaricus 

bisporus a été étudié à pH 6,0, utilisant le tampon phosphate à 0.05 M et à 35°C. Nous 

avons observé que l’enzyme oxyde significativement le phénol dans la gamme des 

concentrations de substrats comprise entre 0.5 et 10 mM.  

La figure 64 montre que la cinétique d’oxydation du phénol par l’enzyme libre suit bien le 

modéle cinétique de Michaelis-Menten. Les paramètres cinétiques de la PPO libre estimés à 

partir de l’analyse du graphique de Lineweaver-Burk sont Vm = 0.14 Abs/min et Km = 0.56 

mM. Fenoll et al. (2002) ont trouvé que la constante de Michaelis-Menten (Km) pour le phénol 

égale 0.70 mM, utilisant la PPO de champignon de couche (Agaricus bisporus) purifiée.  On 

constate donc que la PPO qu’elle soit brute ou purifiée donne des résultats comparables.  
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Figure 64: Effet de la concentration du substrat sur la vitesse initiale d'oxydation du phénol par la 

PPO libre du champignon de Paris (Agaricus bisporus) (pH 6.0 ; 35°C). (haut) Représentation 

graphique de Michaelis-Menten, (bas) Représentation graphique de Lineweaver-Burk. 

 

L’effet de la concentration du substrat sur l’activité de la PPO immobilisée par inclusion dans 

le gel d’alginate de calcium à 2,5% a été étudié dans une gamme de concentration en 

phénol comprise entre 0.5 à 10 mM. Les autres paramètres physico-chimiques ont été 

maintenus constants (tampon acétate de sodium 0.05 M-pH 6, 0 à35°C). Nous avons 

observé que la PPO immobilisée est sujette à un phénomène d’inhibition pour des 

concentrations de substrat supérieures à 5 mM. Par conséquent, nos résultats 

expérimentaux ont été ajustés par deux équations non linéaires. Les valeurs des paramètres 

cinétiques Vmax, Km et Ks ont été calculées. La figure 65 indique que la PPO immobilisée dans 

le gel d’alginate de calcium suit correctement un modèle cinétique de Michaelis-Menten 

tenant compte du phénomène d’inhibition par excès de substrat. L’activité enzymatique 

augmente avec l’augmentation de la concentration du phénol pour atteindre un maximum à 5 

R2 = 0.9942 
Vmax = 0.1391 Abs/min 
Km = 0.5530 mM 
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mM, au-delà de laquelle l’activité enzymatique diminue. Cette diminution d’activité 

enzymatique aux fortes concentrations de substrat peut être expliquée également par l’effet 

inhibiteur du produit (o-quinone) qui s’accumule dans le microenvironnement. 

L’immobilisation de la PPO provoque une diminution de l’affinité de l’enzyme pour le phénol 

(Km= 1 mM) et une diminution de son activité catalytique (Vmax = 0.005 Abs/min). Plus 

précisément, la valeur du Km apparente de la PPO immobilisée est environ deux fois élevée 

par rapport à celle de l’enzyme libre. Par contre, la valeur du Vmax de l’enzyme libre est 30 

fois plus grande à celle de la PPO immobilisée. 
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Figure 65: Etude de l’effet de la concentration du substrat sur la vitesse initiale de l’oxydation du 
phénol par la PPO immobilisée dans le gel d’alginate de calcium à 2.5% (diamètre des billes 2.6 mm, 
pH 6 (tampon acétate de sodium 0.05 M), et à 35°C) (haut) Représentation graphique de Michaelis-
Menten ; (bas) Representation graphique de Lineweaver-Burk. 
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L’augmentation du Km peut être due d’une part au changement de la conformation 

structurale de l’enzyme au cours du procédé d’immobilisation et d’autre part à la diminution 

de l’accessibilité du substrat à son site actif. De plus, la présence des charges électriques 

sur le support et sur le substrat se traduira par une variation de la constante de Michaelis-

Menten apparente de l’enzyme immobilisée qui augmentera si les deux charges ont le même 

signe et diminuera si elles sont de signe opposé (Durand et Monson, 1974). En parallèle, un 

abaissement de la diffusion du substrat aussi bien que du produit à l’intérieur et à l’extérieur 

des billes d’alginate (Vu et al., 2008), provoquent un ralentissement de la réaction et par 

conséquent la diminution de Vmax. 

Comme le montre la figure 65, la représentation graphique de (S)/v  en fonction de (S) 

suit une loi hyperbolique, la courbe devenant concave vers le haut aux valeurs élevées de 

(S), où (S)/Ks n'est plus négligeable. Il s'avère que le substrat à des concentrations élevées, 

peut empêcher sa propre conversion en produit (Chaplin and Bucke, 1990). Cet effet 

inhibiteur est souvent attribué à une forte inhibition de l’enzyme par le produit de la réaction, 

et parfois à la compétition entre le produit et le substrat (Mayer et Harel, 1994). Comme déjà 

observé pour l’immobilisation de la PPO de truffe dans la silice, le confinement de l’enzyme 

semble contribuer à renforcer cet effet d’inhibition, du fait que le produit de la réaction 

s’accumule à proximité du site actif. 

 

2.2 Effet de la concentration de l’enzyme 

L’effet de la concentration de l’enzyme sur la vitesse d’oxydation du phénol par la PPO libre 

et immobilisée a été étudié sur différentes dilutions de l’extrait qui varient entre 0,2-1ml et 

0.25-2ml pour l’enzyme libre et immobilisée respectivement. Les essais sont réalisés dans 

les conditions standards dont la concentration du phénol est 2.5 mM. 

La figure 66 montre que les vitesses initiales du phénol par la PPO libre et par la PPO 

immobilisée sont directement proportionnelles à la quantité d’enzyme introduite. D’une façon 

générale, il ya une relation linéaire entre la concentration de la PPO et la vitesse initiale pour 

les deux formes d’enzymes (libre et immobilisée). La proportionnalité entre la vitesse initiale 

et la concentration en enzyme a une importance dans la pratique car elle permet d'estimer 

sa concentration dans un extrait sans qu'il soit nécessaire d'effectuer sa purification totale 

(Weil, 2001). 

A partir de la relation de proportionnalité entre la vitesse initiale et la concentration de 

l'enzyme, on détermine habituellement la constante catalytique. Néanmoins, nous ne 

connaissons pas ici la concentration molaire de l'enzyme et nous ne pouvons donc pas 

calculer Kcat. 
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Figure 66: Effet de la concentration de l’enzyme sur la vitesse initiale d’oxydation du phénol par la 
PPO libre (gauche) et immobilisée (droite) (pH 6,0, 35°C ; phénol 2.5 mM). 

 

2.3 Effet du pH  

L’effet de pH sur l’activité enzymatique de la PPO libre et immobilisée a été déterminé par 

une série d’expériences en mesurant la vitesse initiale de la réaction d’oxydation du phénol à 

différents pH : acétate de sodium (0,05M) entre les pH 4 et 5,6 et phosphate de sodium 

(0,05M) entre les pH 6,0 et 8,0, tout en maintenant les autres paramètres expérimentaux 

constants. La figure 67 montre l’influence du pH sur l’activité de la PPO libre et immobilisée. 

Le graphe à une allure globale classique en forme de cloche.  
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Figure 67: Effet du pH sur l’activité de la PPO libre et de la PPO immobilisée (phénol à 2.5 mM ; 
35°C). 
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L’activité enzymatique maximale est marquée aux pH  5.5-7.5 pour la PPO immobilisée et la 

PPO libre, respectivement. Ce déplacement du pH optimal de deux unités vers le domaine 

acide peut être expliqué par l’effet répulsif entre le support d’immobilisation chargé 

négativement et l’ion phénolate aux  pH alcalins limitant ainsi la diffusion du substrat. 

 

2.4 Stabilité thermique 

La stabilité thermique a été étudiée après incubation de l’enzyme libre et de l’enzyme 

immobilisée à des températures comprises entre 30 et 70°C pendant 10 min en absence du 

substrat.  Les préparations enzymatiques sont ensuite équilibrées à 30°C afin de déterminer 

l’activité résiduelle aux conditions standards. D’après la figure 68, on ne remarque pas une 

différence très marquée entre les deux systèmes. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 68: Stabilité thermique de la PPO libre et de la PPO immobilisée après une durée d'incubation 
10 mn à chaque température (phénol à 2,5 mM; pH 6,0)  

2.5 Etude de la stabilité opérationnelle 

La perte de l’activité catalytique de la PPO immobilisée au cours de sa réutilisation a été 

étudiée. Malgré sa faible activité par rapport à l’enzyme libre, le gel d’alginate de calcium 

offre les avantages d’une manipulation aisée et d’un retrait facile de l’enzyme du milieu 

réactionnel.  

D’après la figure 69, on constate que l’activité de l’enzyme immobilisée varie en fonction 

du cycle d’utilisation. L’activité de la PPO immobilisée augmente presque deux fois après 

son deuxième cycle d’utilisation. Après le cinquième cycle de réutilisation des billes 

d’alginate de calcium contenant la PPO immobilisée, l’activité enzymatique revient à sa 

valeur initiale.  
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On a constaté qu’après 2 cycles de réutilisation, le diamètre des billes d’alginate a 

augmenté suite au gonflement du gel, ce qui accélère la diffusion interne du substrat et 

l’accessibilité à l’enzyme (Figure 70). Par conséquent, l’activité enzymatique peut être 

apparemment augmentée. L’activité de l’enzyme immobilisée revient à sa valeur initiale à 

partir du 3éme cycle, probablement à cause de l’effet inhibiteur des o-quinones qui 

s’accumulent à l’intérieur du gel d’alginate, comme le montre la coloration des billes (Figure 

70) 
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Figure 69: Stabilité de l’activité de la PPO immobilisée après son réutilisation pour l’oxydation du 
phénol à 2.5 mM. 
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Figure 70: L’aspect des billes d’alginate récupérées après recyclage de la PPO 
immobilisée. 
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2.6 Bilan 

Ces premiers résultats sont assez encourageants, en particulier en terme de cyclabilité. Il est 

intéressant de comparer les résultats obtenus avec la silice et l’alginate. La matrice 

inorganique montre l’avantage d’augmenter la stabilité thermique de l’enzyme du fait de sa 

dureté qui limite les ré-arrangements de la protéine alors que la flexibilité du réseau 

d’alginate ne lui confère pas cette capacité. En terme de pH, les deux systèmes modifient 

notablement les conditions optimales de fonctionnement du fait des propriétés acide-base 

des supports. Néanmoins, les valeurs de Km ne sont que peu modifiées par l’encapsulation. 

 Un aspect important de ces résultats est lié à la présence d’une inhibition par excès 

de substrat ou de produit qui est exacerbé par l’immobilisation dans les deux systèmes. Cet 

effet démontre que le contrôle des flux à travers les matériaux doit être mieux maitrisé. On 

pourrait penser augmenter la porosité des réseaux hôtes mais cela conduirait à un relargage 

plus important de l’enzyme. L’autre possibilité est d’effectuer ces expériences en flux continu 

afin de favoriser les cinétiques de diffusion. Cette approche paraît en particulier 

particulièrement adaptée pour la réalisation des bioréacteurs. Enfin, sur la base des 

systèmes étudiés ici, il serait intéressant d’étudier des matériaux silice-alginate afin de réunir 

des propriétés de stabilisation de la silice avec les capacités de recyclage de l’alginate.  
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Parmi les effecteurs qui interviennent dans le brunissement des champignons et de 

nombreux autres produits végétaux, la polyphénol oxydase joue un rôle essentiel. La PPO 

met en jeu deux activités enzymatiques : les activités crésolase et catécholase. Le travail 

que nous avons entrepris dans le cadre de cette thèse s’est focalisé d’une part sur la 

caractérisation des PPOs extraites à partir de champignon de Paris (Agaricus bisporus) et de 

la truffe de désert (Terfezia leonis) et d’autre part sur le développement de matériaux pour le 

dosage de la L-dopamine et la dégradation du phénol en solution. 

 

Les méthodes d’extraction et de purification partielle des PPOs à partir de ces 

champignons se sont avérés simples à mettre en œuvre et nous ont permis d’obtenir des 

extraits enzymatiques riches en PPO et également très stables. L’avantage principal de ces 

méthodes est de préserver les deux activités, crésolase et catécholase, de la PPO.   

L’activité crésolase de la truffe est complètement latente et nécessite la présence de SDS 

pour être activée tandis que celle de la PPO de champignons de Paris est active en absence 

de ce détergent anionique. L’activité catécholase de l’extrait brut de la PPO du champignon 

de Paris est plus élevée par rapport à celles trouvées pour d’autres PPO obtenues à partir 

de diverses sources végétales. Les activités crésolase et catécholase de la PPO de truffe 

sont relativement stables pendant plusieurs jours de stockage à -15°C.  De même la PPO de 

champignon de Paris est très stable à cette température mais son activité crésolase est très 

labile. Les PPOs du champignon de Paris et de la truffe de désert sont capables d’oxyder les 

mono-, les di- et les triphénols. La L-tyrosine et le pyrocatéchol sont leurs meilleurs substrats 

phénoliques. L’influence de la concentration en pyrocatéchol, en pyrogallol et en L-tyrosine 

sur l’activité enzymatique fait apparaitre, outre la réponse michaelienne classique, l’effet 

inhibiteur d’un excès de substrat.  L’activité catécholase des PPOs du champignon de Paris 

et de la truffe de désert est plus élevée aux pH voisins de la neutralité. Les études de la 

stabilité thermique de l'activité catécholase des PPOs de champignon de Paris et de la truffe 

de désert montrent que leur température optimale apparente est comprise entre 30°C et 

40°C. Le SDS provoque une augmentation considérable de l’activité de la PPO de truffe 

mais n’a aucun effet sur la PPO du champignon. La PPO de truffe a une activité crésolase 

élevée par rapport aux autres sources végétale et présente une phase de latence lorsque la 

L-tyrosine est utilisée comme substrat monophénolique. Cette activité est maximale aux pH 
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compris entre 5 et 6 et 45°C. La phase de latence dépend de la concentration de l’enzyme, 

du pH du milieu et de la concentration du substrat et du SDS.  

Les PPO du champignon de Paris et de la truffe de désert ont été efficacement inhibées 

par les espèces testées. Le type d’inhibition observé dépend étroitement de la source de la 

PPO. En parallèle l’inactivation thermique des PPOs du champignon de Paris et de la truffe 

de désert  a pu être convenablement décrite par un modèle cinétique de premier ordre. La 

PPO de truffe semble être plus thermostable par rapport à la PPO de champignon de Paris. 

Le traitement thermique de courte durée à 70°C est efficace pour inactiver totalement 

l’enzyme. Il semble donc que l’inhibition chimique et l’inhibition thermique peuvent être 

considérés  comme des moyens efficaces pour le contrôle de brunissement enzymatique de 

ces champignons. 

Dans cette étude un biocapteur optique à PPO de truffe de désert a été développé pour la 

première fois. La PPO immobilisée par encapsulation dans des couches de silice y est 

parfaitement retenue. Son activité est optimale dans le domaine de pH acide et semble être 

plus thermostable par rapport à sa forme soluble. Les conditions optimales du 

fonctionnement du biocapteur permettent d’avoir une réponse linéaire pour des 

concentrations élevées de dopamine. Ce biocapteur optique à PPO de truffe de désert est 

simple à mettre en œuvre, peu couteux et possède de bonne performance. La PPO du 

champignon de Paris (Agaricus bisporus) a été immobilisée par encapsulation dans des 

billes d’alginate de calcium. L’enzyme immobilisée catalyse efficacement l’oxydation du 

phénol en solution à pH neutre et peut être réutilisée. Dans les deux cas, un effet du 

confinement sur le processus d’inhibition suicide est néanmoins observé. 

 

Les perspectives de ce travail s’articulent dans le cadre d’un projet commun entre les 

deux équipes qui vise à étudier et valoriser la biomasse végétale endogène aux régions 

désertiques algériennes. La première approche concerne plus spécifiquement l’extraction et 

l’étude des PPOs issues de la matière végétale. Sur l’exemple de la truffe du désert, nous 

nous intéressons actuellement à l’étude de dattes locales. Notons qu’outre les PPOs, cette 

biomasse peut contenir d’autres produits d’intérêt, comme par exemple des anti-oxidants. La 

deuxième approche vise à réaliser des biocapteurs et bioréacteurs en utilisant ces PPOs, en 

essayant de trouver un compromis entre purification et stabilité/efficacité. En ce qui concerne 

le matériau hôte, la chimie sol-gel reste notre priorité mais présente néanmoins des 

problèmes de stabilité au long terme qu’il nous faudra résoudre, via des approches hybrides 

et/ou en substituant la silice par d’autres oxydes. 
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Ce travail concerne l’extraction d’enzymes de la famille des polyphénol oxydases à partir de 
champignons, leur caractérisation biochimique et leur immobilisation dans des matrices solides. Ces 
enzymes ont tout d’abord été extraites du champignon de Paris (Agaricus bisporus) puis partiellement 
purifiées. Une étude de leur activité enzymatique, de leur domaine de stabilité et de leur comportement 
thermique a été effectuée, ainsi que l’identification d’inhibiteurs. Cette approche a été étendue à la 
polyphénol oxydase de la truffe de désert (Terfezia leonis Tul.). Ces deux enzymes ont ensuite été 
piégées dans des gels de silice pour le dosage de la dopamine par un biocapteur optique et dans un gel 
d’alginate pour la dégradation du phénol. 
 
 
 
 
This work is devoted to the extraction of enzymes belonging to the polyphenol oxidase family from 
mushrooms, their biochemical characterization and their immobilization in solid hosts. These enzymes 
were first extracted from Paris mushrooms (Agaricus bisporus) and partially purified. A study of their 
enzymatic activity, stability conditions and thermal behavior was performed, together with the 
identification of inhibitors. A similar approach was applied to polyphenol oxidase extracted from 
desert truffle (Terfezia leonis Tul.). These enzymes were then trapped in silica gels for dopamine 
determination using an optical biosensor and in an alginate gel for phenol degradation. 
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